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Resumen 
En este proyecto se ha realizado un estudio de la preparación de micro y nanofibras de dos 
biopolímeros, Bionolle® (PBS) y polietilenglicol (PEG) de hidrofilidad diferente. Las fibras se 
obtuvieron mediante la técnica de electrospinning coaxial, en el que se han producido fibras 
posicionando cada uno de los polímeros en el shell y en el core y viceversa, así como la 
mezcla de ambos. Posteriormente se procedió a la caracterización estructural de las 
diferentes mezclas preparadas y al análisis de sus propiedades fisicoquímicas. Así mismo 
se escogieron las mejores mezclas y se cargaron con dos drogas, una para el Bionolle® y 
otra para el PEG, respectivamente, y se procedió a la evaluación del comportamiento de 
liberación de los fármacos, actividad bactericida y biocompatibilidad de las fibras. 
Mediante el proceso de electrospinning coaxial se elaboraron fibras micro y nano de las 
mezclas de Bionolle® y PEG con diferentes concentraciones de cada uno. Se han estudiado 
y optimizado todos los parámetros operacionales para el electrohilado (ej., flujo de la 
disolución de cada polímero, voltaje, solvente y distancia colector-aguja). Las fibras 
obtenidas fueron caracterizadas morfológicamente por microscopia electrónica de barrido 
(SEM); las propiedades térmicas se determinaron por calorimetría diferencial de barrido 
(DSC). 
También se estudió la estabilidad de las nano/microfibras sumergiéndolas durante 24 h en 
agua para eliminar el PEG de las mezclas de fibras coaxiales. Se han determinado las 
modificaciones estructurales en las matrices mediante SEM, para analizar la morfología, los 
diámetros y la pérdida de PEG por resonancia magnética nuclear (RMN), cuantitativamente, 
y por FTIR, cualitativamente. 
Las mejores fibras coaxiales se escogieron para cargar dos tipos de fármacos, el triclosán 
1% (TCS) al PEG y la curcumina 0,5% (CUR) al Bionolle®, teniendo dichos fármacos 
actividad bactericida y antitumoral, respectivamente. Se optimizaron los parámetros de 
electrospinning para las nuevas mezclas con fármacos, se estudió el comportamiento de su 
liberación en dos medios: en medio con carácter hidrofílico, tampón fosfato salino (PBS), y 
en medio con carácter hidrofóbico, tampón fosfato salino con un 70% de etanol absoluto 96º 
(PBS-EtOH 70%). 
Finalmente se determinó el efecto biológico de las fibras coaxiales en ensayos 
microbiológicos de crecimiento y adhesión bacteriana. Asimismo, la biocompatibilidad de las 
matrices 3D para la adhesión y la proliferación celular mediante ensayos in-vitro. 
 




CA: Ángulo de Contacto 
CUR: Curcumina 
DCM: Diclorometano 
DMEM: Dulbecco’sModified Eagle Medium, medio crecimiento celular 
DMSO: Dimetilsulfóxido 
EDTA: Ácido etilendiaminotetraacético 
FTIR: Espectroscopia de Infrarrojo con Transformada de Fourier 
kH: constante cinética de Higuchi 
k1: contante cinética de Primer Orden 
M/M: Composición en mol/mol 
MRC-5: Célula tipo fibroblasto 
MTT: Bromuro de 3-(4,5-dimetil-2-tiazolil)-2,5-difenil-2H-tetrazolio 
MO: Microscopia Óptica 
P: Porosidad 
PBS: Polibutilenosuccinato, Bionolle® 
PBS 1x: Tampón Fosfato Salino 
PE: Polietileno 
PEG: Polietilenglicol 
PFC: Proyecto Final de Carrera 
PHA: Polihidroxialcanoato 
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PM: Peso Molecular 
PS: Poliestireno 
PVOH: Alcohol polivinílico 
RMN: Resonancia Magnética Nuclear 
SEM: Microscopia Electrónica de Barrido 
Tc: Temperatura de cristalización 
TCS: Triclosán 
TCPS: Placas de cultivo de poliestireno tratadas para el cultivo celular 
Tf: Temperatura de fusión 
Tg: Temperatura de transición vítrea 
UCR: Unidad constitucional repetitiva 
UV: Espectroscopia de Ultravioleta-Visible (UV-Vis) 
VERO: Células tipo epitelial 
XPS: Espectroscopia de Fotoelectrones de Rayos X 
w/w: Composición en peso/peso 
ΔHc: Entalpia de cristalización 
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1. Prefacio 
1.2. Origen del proyecto 
La actual preocupación por el medio ambiente ha contribuido a la investigación de los 
polímeros biodegradables. Recientes investigaciones desvelan que las fibras electrohiladas 
a partir de polímeros biodegradables tienen numerosas aplicaciones en el campo de la 
biomedicina concretamente en ingeniería de tejidos y en la liberación de fármacos. 
1.3. Motivación 
En el ámbito personal, existe la motivación de querer adquirir nuevos conocimientos sobre 
materiales poliméricos biodegradables ya que actualmente estos son investigados por sus 
múltiples propiedades y por sus aplicaciones en el campo de la biomedicina. 
Con este proyecto también he podido obtener experiencia a nivel experimental, puesto que 
he aprendido a iniciarme en trabajos de investigación, a manejar equipos de laboratorio y a 
interpretar y tratar los datos obtenidos de la experimentación. 
1.4. Requisitos previos 
Este proyecto final de carrera se ha realizado en un laboratorio de investigación, así pues 
previamente se ha adquirido un conocimiento práctico sobre las técnicas que se iban a 
utilizar. Se han utilizado diversos reactivos que han requerido la búsqueda de sus fichas 
técnicas de seguridad para garantizar un uso correcto y seguro. Además con el objetivo de 
establecer las mejores metodologías para alcanzar los objetivos propuestos inicialmente se 
realizó una investigación bibliográfica. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 9 
 
2. Introducción 
2.1. Polímeros biodegradables 
2.1.1. Generalidades 
El origen de los plásticos data del año 1920 cuando el profesor Staudinger definió la 
macromolécula como “una cadena molecular larga, con un esqueleto de enlaces covalentes” 
[1]. Más tarde en los años 40 y 50 se desarrolló la investigación en polímeros y sus 
mecanismos de formación. En los años 60 se conoció en su totalidad la estructura y las 
interacciones de los polímeros con otras sustancias, las cuales mejoraban sus propiedades. 
Y posteriormente, se profundizó en el conocimiento y optimización del procesado para 
desarrollar polímeros y plásticos diseñados para ofrecer altas prestaciones [2]. A partir de la 
década de los 80 se realizaron los primeros ensayos para desarrollar polímeros totalmente 
biodegradables como solución al problema ambiental que supone el reciclado de los 
polímeros sintéticos [3]. 
En términos generales, un polímero es una macromolécula formada por unidades 
constitucionales que se repiten (UCR) a lo largo de la cadena polimérica de una manera 
más o menos ordenada. La unión entre sí de estas pequeñas moléculas o UCR constituye el 
proceso químico conocido como polimerización. A estas pequeñas moléculas también se las 
denomina monómeros. Para que una molécula pueda generar un polímero, es necesario 
que su funcionalidad sea igual o superior a dos, es decir que tenga dos o más grupos 
funcionales que puedan reaccionar [4]. 
El hecho que un polímero sea biodegradable implica que este pueda ser fragmentado en 
sustancias inocuas más pequeñas. Esta fragmentación ocurre por la acción de especies 
microbianas (bacterias y hongos) presentes en el ambiente, bajo condiciones ambientales 
adecuadas, y sin producir subproductos tóxicos, ya que los subproductos derivados de la 
degradación del polímero son el dióxido de carbono y el agua. Para que un polímero se 
considere biodegradable, éste debe descomponerse entre un 60-90% en un periodo de 90 
días [3][5]. 
La biodegradación depende de las propiedades mecánicas del polímero y de la velocidad de 
degradación [6]. 
Las propiedades mecánicas que influyen en la degradación son: 
 El tipo de naturaleza del monómero. 
 El iniciador de la reacción de polimerización. 
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 Los aditivos presentes en el polímero. 
 Las condiciones de procesado. 
La velocidad de degradación depende de tres factores: 
 Condiciones del medio: temperatura, humedad y pH. 
 Características del polímero: presencia de enlaces químicos susceptibles a la 
hidrólisis, la hidrofilicidad, la estereoquímica, el peso molecular, la cristalinidad, la 
superficie específica, la Tg y la Tf. 
 Tipo de microorganismos: cantidad, variedad, fuente y actividad.  
Existen cinco mecanismos básicos para que la degradación de un polímero tenga lugar [6]: 
 Fotodegradación: incluye los cambios físicos y químicos que se producen en el 
polímero debido a la irradiación del material con luz ultravioleta o visible. Un polímero 
es fotodegradable si en su estructura presenta grupos carbonilos, sensibles a la 
radiación ultravioleta, o aditivos, catalizadores o peroxidantes fotosensibles que 
aceleren el proceso de degradación. 
 Degradación mecánica: causada por los esfuerzos a los que se somete el material, 
acompañados de rotura de enlaces en la cadena principal. 
 Degradación térmica: provoca cambios químicos en el polímero debido a las 
elevadas temperaturas, es decir, únicamente contribuye la energía térmica. 
 Degradación química: es inducida por el contacto del polímero con productos 
químicos reactivos. La degradación química más frecuente es la hidrolítica, causada 
por el contacto del material con un medio acuoso; la penetración del agua en la 
matriz polimérica produce el hinchamiento, la rotura de los puentes de hidrógeno 
intermoleculares, la hidratación de las moléculas y la hidrólisis de los enlaces 
inestables. 
 Degradación mediante microorganismos (bacterias, hongos o algas): los 
microorganismos producen gran variedad de enzimas capaces de reaccionar con 
polímeros sintéticos y naturales. El ataque enzimático a la cadena principal del 
polímero es un proceso químico inducido por la necesidad de encontrar alimento por 
parte de los microorganismos, ya que esta es una fuente de carbono. 
2.1.2. Clasificación 
Los polímeros biodegradables se pueden clasificar en naturales o sintéticos dependiendo de 
su origen [7].  
a) Los polímeros naturales. Provienen de recursos naturales, pero hay que tener en 
cuenta, que no todos los polímeros naturales se pueden considerar biodegradables 
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ya que su biodegradación, al igual que para los polímeros sintéticos, depende de la 
complejidad de su estructura y de las condiciones del entorno. 
b) Los polímeros sintéticos. Son sintetizados a partir de materias primas procedentes 
de la petroquímica o derivados de recursos biológicos. Dentro de esta familia son 
considerados biodegradables aquellos polímeros que exhiben degradación 
promovida por microorganismos junto con agentes químicos o que exhiben 
degradación mecánica. 
En la figura 2.1-1, se muestra a modo resumen los polímeros biodegradables existentes en 

























Poliamidas (nylon 6 poliprolactama)
Poliéteres (PEG)
Polivinilalcoholes (PVOH)
Poliolefinas modificadas (PE con almidón)
Figura 2.1-1. Clasificación de los polímeros biodegradables según su origen. 
Algunos ejemplos son indicados entre paréntesis. 
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2.1.3. Bionolle® (Familia Poliéster). 
El Bionolle® o poli(butileno succinato) (PBS) es un polímero biodegradable de la familia de 
los poliésteres. Los poliésteres alifáticos son polímeros sintéticos con enlaces éster 
hidrolizables dentro de la cadena principal, por esta razón su biodegradación se produce 
bajo condiciones específicas. 
Se pueden clasificar en dos grupos en función de la unión de los monómeros constituyentes: 
a) Poli(hidroxialcanoatos); sintetizados a partir de hidroxiácidos y su polimerización 
viene dada por apertura del anillo. Como el poli(ácido glicólico) y el poli(ácido 
láctico). 
b) Poli(alqueno dicarboxilato); sintetizados a partir de dioles y ácidos dicarboxílicos por 
policondensación. Dentro de este grupo se encuentran el poli(succinato de etileno) y 
el poli(succinato de butileno). 
El Bionolle® se desarrolló en 1990 por Showa High Polymer (Japón). Se obtiene mediante 
reacciones de policondensación del glicol (1,4-butanodiol)con ácidos alifáticos dicarboxílicos 
(ácido succínico y adípico) ya que, de esta forma se puede controlar el peso molecular y 
obtener Bionolle® de alto peso molecular [9].  
Actualmente se comercializan tres series de Bionolle®: la 1000, la 3000 y la 5000 
dependiendo de la cantidad de ácido adípico que contiene. Dentro de cada serie hay 
diferentes tipos de Bionolle® según sus propiedades físicas y químicas. Para la realización 
de este proyecto se ha utilizado el Bionolle® 1001D, en la tabla 2.1-1 se muestran sus 
propiedades físicas y químicas [10][11]. 
Estructura química PBS 
Estructura molecular Linear 
Peso molecular 175000 g/mol 
Índice de fluidez (463K) 1,67-5 kg/s 
Tf 114 ºC 
Tg -32 ºC 
Tc 80 ºC 
ρ (298K) 1,26 g/cc 
∆H 72 kJ/kg 
La policondensación es una reacción química a partir de la cual se obtienen polímeros 
mediante la combinación de monómeros bifuncionales o polifuncionales. De esta reacción 
se obtiene un subproducto de bajo peso molecular como por ejemplo agua, alcoholes y 
Tabla 2.1-1.Propiedades físicas y químicas del Bionolle
®
1001D. 
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haluros de hidrogeno. La figura 2.1-2 muestra la reacción de policondensación entre el 1,4-
butanodiol y el ácido succínico para la obtención del Bionolle®1001D [12]. 
Actualmente, el Bionolle® se utiliza en la agricultura, en la fabricación de bolsas, en la pesca 
y en ingeniería civil ya que, es un material idóneo para procesar films, láminas, filamentos, 
productos de espuma moldeada y productos para inyección. 
El Bionolle® se descompone en la naturaleza en CO2 y H2O gracias a la acción de las 
enzimas extracelulares de los microorganismos [10]. 
2.1.4. Polietilenglicol (Familia Poliéter). 
Los poliéteres están constituidos por monómeros oxiránicos y su síntesis constituye uno de 
los ejemplos más antiguos de obtención de macromoléculas. Los primeros que se 
prepararon fueron oligómeros derivados del óxido de etileno y su estudio sistemático 
contribuyó a las bases de la actual química de polímeros. 
Se obtienen mediante la polimerización por apertura de anillo de éteres cíclicos a partir de 
iniciadores de carácter aniónico o de iniciadores complejos. Los poliéteres obtenidos a partir 
de iniciadores de carácter aniónico, como óxidos o hidróxidos de metales alcalinos, son de 
bajo o medio peso molecular mientras que los obtenidos a partir de iniciadores complejos, 
como derivados del hierro (III) o a partir de la hidrólisis parcial de alquilos de aluminio y zinc, 
son de alto peso molecular y con diferentes grados de estereoregularidad.  
Los poliéteres se caracterizan principalmente por tener propiedades marcadamente 
diferenciadas de sus análogos vinílicos, debido a que sus propiedades se deben a la 
presencia del enlace éter en la cadena principal. Encontramos dos tipos de uniones: 
a) Uniones éter (enlaces C-C): le dan al polímero baja polaridad y unas interacciones 
de van der Waals débiles. 
b) Uniones carbono-oxígeno (enlaces C-O): permiten un aumento de la flexibilidad del 
polímero ya que al poseer una energía de rotación menor debida a que el volumen 
del oxígeno respecto al grupo metilénico es menor, permite un aumento del número 
de conformaciones en la cadena polimérica. Estas uniones también confieren 
buenas propiedades de estabilidad frente a los agentes químicos, gracias a que la 
Figura 2.1-2.Reacción de policondensación para la obtención de Bionolle
®
. 
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unión C-O presenta una energía de enlace similar a la unión C-C y una inercia 
superior a las uniones acetal, éster o amida [13]. 
El polietilenglicol (PEG) es un poliéter ampliamente utilizado en la industria. Está compuesto 
por unidades repetitivas de óxido de etileno. Cada UCR de óxido de etileno tiene un peso 
molecular de 44 Da (g/mol), así pues en función de las UCR que compongan el PEG este 
será de bajo o alto peso molecular. Para este proyecto se ha utilizado el PEG 10000, es 
decir un PEG con un peso molecular promedio de 10000 y que está compuesto por unas 







La reacción de polimerización del PEG se produce por adición de óxido de etileno en 
presencia de un catalizador ácido o básico y de agua, etilenglicol u oligómeros de 
etilenglicol. Habitualmente, la adición tiene lugar utilizando el etilenglicol o sus oligómeros 
para obtener polímeros con baja polidispersión [15][17]. La reacción de polimerización se 
muestra en la figura 2.1-3. 
El PEG es biodegradable, biocompatible, no tóxico y puede ser recuperado y reciclado de la 
disolución por extracción o destilación directa. También, es soluble en solventes orgánicos 
como el benceno, cloroformo, dimetilformamida, diclorometano y agua, posee baja 
inflamabilidad y baja presión de vapor [18].  
Actualmente, es el polímero más utilizado en las ciencias biomédicas ya que debido a su 
hidrofilicidad, disminución de la interacción con los componentes sanguíneos y su alta 
compatibilidad permite la administración de múltiples fármacos [19]. 
Tabla 2.1-2. Propiedades físicas y químicas del PEG 10000. 
Estructura química PEG 
Estructura molecular Linear 
Peso molecular 10000 g/mol 
Tf 62-65 ºC 
Tg - 41 ºC 
Tc -- 
ρ (298K) 1,007 g/cc 
∆H 177,9 kJ/kg 
Figura 2.1-3. Reacción polimerización por apertura de anillo para la obtención de PEG. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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2.2. Aplicaciones biomédicas de polímeros biodegradables 
2.2.1. Generalidades 
Es a partir de los años 60 cuando comenzó la investigación sobre las aplicaciones 
biomédicas de polímeros biodegradables. Siendo de gran interés debido a que pueden ser 
eliminados del cuerpo humano sin remoción ni revisión quirúrgica. Sus principales 
aplicaciones en biomedicina son en suturas quirúrgicas, implantes y suministro de 
medicamentos. 
A la hora de diseñar los biomateriales biodegradables se deben tener en cuenta las 
siguientes propiedades: 
 No deben inducir a una respuesta antiinflamatoria continuada. 
 Su tiempo de degradación debe ser coincidente a su función. 
 Poseer propiedades mecánicas adecuadas para el uso previsto del material. 
 Los productos de la degradación tienen que poderse reabsorber o excretar así 
como ser antisépticos, esterilizables y compatibles con el tejido receptor. 
 Los productos de la degradación no pueden ser tóxicos, mutagénicos, 
carcinogénicos o antigénicos [20]. 
2.2.2. Matrices (scaffold) 
La aplicación más importante de los polímeros biodegradables se encuentra en los 
andamios temporales (scaffolds) [21]. Los andamios temporales son dispositivos de sujeción 
y soporte de estructura tridimensional y porosa. Su función es servir de soporte artificial a un 
tejido debilitado por enfermedad, lesión o cirugía hasta que el tejido haya recuperado su 
funcionalidad permitiendo su crecimiento tanto in-vitro como in-vivo [22][23]. Se construyen a 
partir de la técnica de electrospinnig. 
Algunos ejemplos de aplicación de andamios temporales son [23][24]: 
 En odontología, para rellenar el hueco originado tras la extracción dental y acelerar 
el proceso de cicatrización del hueso de la mandíbula. 
 Como dispositivos ortopédicos de fijación en zonas donde las propiedades 
mecánicas requeridas son pequeñas, como tornillos de interferencia en el tobillo, 
rodilla o mano; tachuelas y pasadores para la unión de ligamentos o la reparación 
del menisco y varillas y pasadores para la fijación de fracturas. 
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2.2.3. Ingeniería de tejidos 
Los biomateriales diseñados para este campo buscan interactuar con el tejido mediante 
estímulos a nivel celular y molecular, y combinar las propiedades de bioabsorbabilidad y 
bioactividad dentro del material. 
 A partir de estos biomateriales se generan matrices, cuyo objetivo es suplantar la función de 
algún órgano lesionado mientras este recupera su funcionalidad. Para que sea posible la 
recuperación del órgano mediante la ingeniería de tejidos, hay implicadas células vivas y sus 
componentes extracelulares que permiten desarrollar dispositivos que estimulen y 
favorezcan la reparación o restauración del tejido u órgano dañado. 
Las matrices desarrolladas con este fin, están elaboradas a partir de materiales poliméricos 
bioabsorbibles con capacidad de degradarse mediante reacciones de hidrólisis, en 
condiciones fisiológicas y por tanto se eliminan completamente por vías metabólicas. 
Soportan el crecimiento de tejidos creados por el organismo evitando problemas de rechazo, 
infección y/o formación de tejido fibroso [25][26][27].  
La ingeniería de tejidos supone un gran avance en la medicina regenerativa debido a que 
reduce muchos de los problemas relacionados con implantes: 
 Intervenciones costosas y dolorosas para la extracción del tejido en los autoinjertos. 
 Disponibilidad de donantes. 
 Reacciones de rechazo en aloinjertos. 
 Riesgo de transmisión de enfermedades infecciosas en xenoinjertos [28]. 
Para desarrollar los andamios temporales se sigue la siguiente metodología; primero se 
extraen células del cuerpo humano y se hacen crecer in-vitro; seguido de la siembra de las 
células en la matriz se deja incrementar el número de células y finalmente se implanta la 
matriz dentro del organismo donde está el tejido a regenerar [29]. La figura 2.2-1 muestra un 
ejemplo de regeneración ósea a partir de la fijación de células madre derivadas de la médula 
ósea en los andamios tridimensionales, tales como partículas de hidroxiapatita/fosfato 
tricálcico de cerámica. Este compuesto es trasplantado en defectos segmentarios que 
posteriormente regenerará una estructura tridimensional in-vivo [30].  
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 




El triclosán (2,4,4’-tricloro-2’-hidroxidifenil éter, TCS), cuya fórmula química se muestra en la 
figura 2.3-1, es un potente agente antibacteriano y fungicida. Niveles muy bajos de TCS 
evitan el crecimiento de las bacterias Escherichia coli y Micrococcus luteus. Su mecanismo 
de acción es mediante la difusión a través de la membrana citoplasmática e inhibición de la 
síntesis de RNA, lípidos y proteínas [31][32]. 
Es un polvo blanco cristalino, de olor débilmente aromático. Su solubilidad en agua es baja 
(0,01 g/L a 20 ºC), no obstante, se disuelve en presencia de bases. Su punto de fusión (Tf) 
se encuentra entre 55-60 ºC. Tiene alta lipofilicidad, característica que le permite ser 
liberado a través de la piel, por eso es incorporado en polímeros sintéticos por un proceso 
de fusión [33]. 
El TCS se emplea en productos hospitalarios como soluciones para lavado de manos en el 
quirófano o jabones para lavado de pacientes y productos de consumo diario como 
desodorante, dentífricos o colutorios bucales [34]. 
2.3.2. Curcumina 
La curcumina (1,7-bis (4-hidroxi-3-metoxifenil)-1,6-heptadieno-3,5-diona, CUR), cuya 
fórmula química se muestra en la figura 2.3-2, es un derivado fenólico de origen natural de 
color amarillo anaranjado obtenido a partir del rizoma de cúrcuma (Curcuma longa L) [35][36]. 
Figura 2.2-1. Proceso de regeneración ósea a partir de matrices. 
Figura 2.3-1. Fórmula química del TCS. 
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La CUR es ampliamente conocida por sus propiedades antitumorales, antiinflamatorias, 
anticoagulantes, antivirales, antibacterianas y antioxidantes. Se requieren concentraciones 
bajas para que sus efectos antitumorales actúen por vía tópica a partir de fibras 
electrohiladas. En las células tumorales, la CUR puede inhibir las vías de señalización 
mediada por un factor de crecimiento, incluyendo los acoplados a quinasas extracelulares 
reguladas y proteína quinasa C [35][36][37]. 
Es inestable en condiciones alcalinas, a los tratamientos térmicos y a la luz. Presenta baja 
solubilidad en agua pero se puede disolver en disolventes orgánicos como etanol, 
dimetilsulfóxido (DMSO), acetona o dimetilformamida [35][38]. 
Por todas sus propiedades farmacológicas y físico-químicas es ampliamente utilizada en los 
cosméticos, la medicina tradicional china y en productos farmacéuticos [37]. 
2.4. Electrospinning 
La técnica de electrospinning fue patentada por Formhals en 1934 y desde entonces se ha 
ido desarrollando cada vez más. Esta técnica ha adquirido gran atención en la última 
década debido a su versatilidad en el electrohilado de una amplia variedad de fibras 
poliméricas así como por su consistencia en la producción de nano/microfibras. Las fibras 
obtenidas mediante electrospinning se pueden aplicar en filtraciones, nanocompuestos y en 
ingeniería de tejidos [39]. 
2.4.1. Principios de la técnica 
La técnica requiere una fuente de alimentación, un colector, una bomba y jeringa. La fuente 
de alimentación está conectada a la aguja de la jeringa, que contiene la solución polimérica, 
y al colector.  
Cuando se observa que la primera gota de solución es expulsada por la aguja se inicia el 
proceso de electrospinning, generando un campo eléctrico entre la jeringa y el colector. 
Debido al alto potencial eléctrico se observa una distorsión de la gota, denominada cono de 
Taylor, a partir de la cual se expulsa un chorro de solución cargado eléctricamente, debido al 
campo eléctrico originado. El chorro de solución polimérica es alargado por las 
inestabilidades de flexión que se experimentan en el recorrido entre la aguja y el colector, 
Figura 2.3-2. Fórmula química de la CUR. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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suficiente para que el solvente sea evaporado, creando fibras poliméricas. La matriz de nano 
o microfibras es recogido en el colector de forma sólida [40].La figura 2.4.1 muestra el 
esquema del proceso electrohilado. 
2.4.1.1. Electrospinningcoaxial 
El electrospinning coaxial expande la versatilidad del electrospinning convencional al permitir 
la formación de nano o microfibras con estructura de núcleo (core) y cubierta (shell). De esta 
forma se pueden originar fibras bicomponentes combinando así sus características. 
Zaicheng Sun fue el primero en demostrar, en 2003, que el sistema coaxial se podía 
emplear utilizando diferentes soluciones poliméricas para el núcleo y la cubierta. 
A diferencia de la aguja empleada en el electrospinning convencional, la boquilla coaxial 
consta de dos agujas concéntricas (figura 2.4-2). Esta es alimentada simultáneamente por 
las dos soluciones poliméricas, una de las cuales formará el núcleo de la fibra y la otra la 
cubierta. 
Al igual que el electrospinning convencional el proceso de electrohilado se inicia cuando se 
ve salir la primera gota compuesta de las fases poliméricas de la aguja coaxial. 
Seguidamente, tras la aplicación de una tensión suficiente, entre la aguja y el colector, se 
forma el cono de Taylor; en esta ocasión es un cono compuesto por las dos soluciones 
(figura 2.4-2). El chorro de líquido expulsado sufre el mismo proceso explicado 
anteriormente en el apartado 2.4.1 y la membrana fibrosa que resulta en este caso es un 
material compuesto bicomponente [40][41].  
Figura 2.4-1. Esquema del proceso de electrospinning. 
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2.4.2. Parámetros de la técnica 
La morfología de las fibras obtenidas por electrospinning, ya sea convencional o coaxial, 
depende de varios factores que se pueden clasificar en tres grupos [39]: 
a) Las propiedades de la solución polimérica: volatilidad del solvente, concentración del 
polímero, viscosidad, peso molecular, conductividad y tensión superficial. 
b) Los parámetros del proceso: voltaje, velocidad de flujo y distancia aguja-colector. 
c) El entorno del electrospinning: temperatura y humedad. 
En la tabla 2.4-1, se muestra la explicación de cómo afectan los factores anteriores a la 
morfología de la fibra. La interrelación existente entre los parámetros anteriores, hacen del 






Figura 2.4-2. Esquema electrospinning coaxial. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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Están directamente relacionados. A baja concentración y 
viscosidad se obtienen fibras con cuentas o gotas, mientras 
que a medida que aumentan se llega a una viscosidad y 
concentración óptima dónde se recogen fibras continuas y a 
partir de las cuales se obtienen fibras de mayor diámetro y 
discontinuas. 
Peso molecular 
Para obtener unas fibras óptimas se necesitan polímeros de 
alto peso molecular. 
Conductividad 




Determina los límites superior e inferior para realizar el 
electrospinning. Si está es baja se obtienen mejores fibras. 
Proceso 
Voltaje 
Un voltaje elevado implica mayor campo eléctrico que 
provoca un estrechamiento de la fibra (menor Ø) y favorece la 
evaporación del solvente. 
Velocidad de 
flujo 
Es recomendable que sea lo más baja posible para que el 
solvente se pueda evaporar y así obtener unas fibras óptimas. 
Distancia Aguja-
colector 
Existe una distancia óptima para la obtención de fibras, que 




A temperaturas elevadas hay una disminución de la 
viscosidad que comporta a obtener fibras con un diámetro 
menor. 
Humedad 
Valores de humedad altos conducen a la formación de poros 
en las fibras. A valores bajos un disolvente volátil puede 
evaporarse más rápido lo que provoca una obstrucción de la 
aguja y por tanto el procesa de electrospinning dura unos 
minutos. 
 
Tabla 2.4-2. Efectos de los parámetros del electrospinning en la morfología de las fibras. 
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2.4.3. Aplicaciones generales 
Las fibras obtenidas mediante electrohilado convencional se emplean mayormente en los 
sectores mostrados en la figura 2.4-2 [42],[43]. 
 
Dentro de cada sector tienen unas aplicaciones específicas [43]: 
 Ingeniería de tejidos: el electrospinning se utiliza para la generación de membranas 
porosas para la piel, tubos para los vasos sanguíneos que también permiten la 
regeneración nerviosa y la producción de estructuras tridimensionales (matrices) con 
el objetivo de regenerar huesos y cartílagos. 
 Biomedicina: las fibras obtenidas se pueden utilizar para ser cargadas de fármacos 
de tal forma que se consigue una liberación controlada, en dispositivos hemostáticos 
y apósitos para la protección de heridas y quemaduras. 
 Filtros: las fibras sirven como membranas en las filtraciones de líquidos, gases y 
moléculas. 
 Sensores: se pueden emplear en sensores térmicos, piezoeléctricos y bioquímicos. 
 Ropa de protección: la utilización de estas fibras en la producción de ropa permiten 
que ésta tenga una impedancia mínima al aire, eficiencia para atrapar partículas en 
aerosol y que proteja de los gases bioquímicos. 
 Aplicaciones industriales: dentro de este campo se pueden emplear en dispositivos 
nano o microelectrónicos, en la disipación electroestática, en la protección de 
interferencias electromagnéticas, en celdas para dispositivos fotovoltaicos, en 
dispositivos LCD, en materiales ultraligeros para naves espaciales y en catalizadores 
de alta eficiencia y funcionalidad. 














Figura 2.4-3. Esquema de las aplicaciones del electrospinning. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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Por lo que respecta a las fibras coaxiales sus principales aplicaciones se encuentran en el 
campo de la biomedicina, ya que al estar formadas por un núcleo y una cubierta permiten 
más “juego” dentro de este campo [44]: 
 Encapsulación en el núcleo de las fibras de polímeros no electrohilables, materiales 
no poliméricos como polvos, suspensión de nanopartículas, catalizadores, proteínas, 
etc. 
 Se utilizan para la creación de andamios celulares. 
 Encapsulación de fármacos y objetos biológicamente activos para controlar la 
velocidad de liberación de fármacos y proteger los agentes biológicamente activos 
de disolventes agresivos de la solución de la cubierta, así como de las cargas 
eléctricas y de las tensiones mecánicas implicadas en el proceso de electrospinning.  
2.4.4. Aplicaciones biomédicas 
Las aplicaciones mayoritarias del electrospinning, tanto para el convencional como para el 
coaxial, se encuentran dentro del campo de la biomedicina [45]; en el ámbito de ingeniería de 
tejidos (prótesis médicas [46][47], soportes para el crecimiento de tejido [48] y protección de 
heridas [49][50]) y de la administración de fármacos, como factor más importante en el 
electrohilado coaxial. 
La entrega de fármacos a los pacientes de una manera fisiológicamente aceptable ha sido 
siempre una preocupación importante [48]. Debido a que los perfiles de liberación deben 
obedecer el ritmo biológico para que esta administración sea conveniente, eficaz y      
segura [51]. 
Actualmente, la administración de fármacos se realiza conjuntamente con otras sustancias 
como los polímeros que mejoran el mecanismo de liberación. La liberación de fármacos 
puede darse de dos maneras: 
 
a) Liberación controlada: elimina o reduce los efectos secundarios liberando una 
concentración del fármaco que sea adecuada para el organismo. Para que tenga 
lugar depende de que las interacciones fármaco-polímero lleven a una cinética de 
orden cero en la que no se produzcan cambios en la concentración del fármaco en el 
organismo [48][52]. 
b) Liberación dirigida: el fármaco es llevado y liberado en el lugar requerido, de tal 
manera que se mantiene inactivo en cualquier otro lugar del organismo [52]. 
La administración de medicamentos a partir de las fibras generadas en el electrospinning se 
basa en el principio de que la velocidad de disolución del fármaco aumenta con el aumento 
de la superficie del medicamento y de la estructura polimérica que lo soporta. También se ha 
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de tener en cuenta que la interacción existente entre el fármaco y el polímero determina el 
comportamiento de la liberación, ya que, el complejo de fibras resultantes está 
estrechamente ligado a la solubilidad y la compatibilidad del fármaco en la solución de la 
mezcla, así como a las condiciones del electrospinning. 
Si para la obtención de nano/microfibras cargadas con medicamentos se ha adoptado la vía 
simple, es decir se ha mezclado el medicamento en la solución polimérica antes de ser 
electrohilado, existen tres modos de interacción entre los fármacos y las fibras generadas: 
a) Las drogas se unen a la superficie de las fibras como pequeñas partículas. 
b) El fármaco y el polímero son electrohiladas y por lo tanto la matriz resultante está 
formada por dos tipos de nano/microfibras entrelazadas. 
c) Una mezcla de medicamento y polímero se integran en un tipo de nano/microfibras 
compuestas adoptando diferentes morfologías; la droga encapsulada dentro de la 
fibra, o las fibras de fármaco y polímero se enredan de manera uniforme a nivel 
molecular debido a la buena compatibilidad de ambos [48]. 
Se ha demostrado a lo largo de varios estudios que las interacciones droga-polímero de tipo 
a) y b) dan lugar a una liberación prácticamente total del fármaco debido a la apertura 
longitudinal de la fibra. Mientras que para las interacciones de tipo c) este apertura no tiene 
lugar [48][53]. 
Actualmente, para conseguir una liberación controlada evitando la liberación por apertura 
longitudinal se utilizan fibras producidas a partir del electrospinning coaxial. Estas fibras 
coaxiales están compuestas por un núcleo y una cubierta, de tal manera que permiten un 
encapsulamiento del fármaco casi perfecto, ya que este se dispone en el núcleo y se 
encuentra protegido por una cubierta polimérica. Para este caso el perfil de liberación se 
puede controlar mediante la regulación del tamaño de partícula [54].  
Por último, el electrospinning coaxial también permite la creación de un sistema de 
liberación bifásica, en el cual existe una liberación de fármaco inmediata, debido a que este 
se encuentre en la cubierta de la fibra combinado con un polímero hidrofílico, seguida de 
una liberación sostenida si en el núcleo se encuentra un fármaco combinado con un 
polímero hidrofóbico [51].  
  
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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2.5. Antecedentes 
La técnica del electrohilado es un método eficaz para elaborar micro o nanofibras para 
aplicaciones muy específicas empleadas en los campos de la ingeniería de tejidos, de la 
liberación controlada de fármacos, etc. Esta técnica permite la utilización de distintos 
polímeros tanto sintéticos como naturales, los cuales tienen propiedades específicas. 
Mediante la técnica de electrospinning coaxial se pueden obtener fibras bicomponentes 
donde un componente está dispuesto en el núcleo y otro en la cubierta y por lo tanto, los 
polímeros aportan a la fibra una combinación de propiedades específicas que no se pueden 
obtener con las fibras preparadas mediante la técnica de electrospinning convencional. 
Para la liberación controlada de drogas es frecuente el uso de antisépticos, antitumorales, 
antiinflamatorios y otro tipo de fármacos que puedan ser insertados en matrices 
poliméricas. De esta manera es posible variar la velocidad de salida del fármaco al 
medio. Mediante la técnica del electrospinning coaxial se puede obtener una liberación 
controlada del fármaco según su disposición en la fibra coaxial e incluso un perfil de 
liberación que presente etapas bien diferenciadas.  
Para exponer el estado del arte con estos materiales, se resumen ocho artículos que 
pueden dar al lector una visión general de los trabajos en los que se desarrollan fibras 
coaxiales obtenidas mediante la técnica del electrospinning. Los artículos se han agrupado 
en tres grupos: 
I. Obtención de fibras mediante de la mezcla de polímeros: 
a) Z.Y.Qian y colaboradores [55], publicaron en 2012 un trabajo en el que se 
describe el comportamiento de matrices de microfibras obtenidas mediante 
electrospinning a partir de disoluciones de PLA y PEG en cloroformo. El 
contenido de PEG en estas matrices alcanzó un 30% en peso. Se comprobó 
que la adición de PEG mejoró el proceso de electrohilado, originando fibras más 
continuas. La biocompatibilidad in-vitro se estudió con células NIH3T3, 
evaluando la adhesión y proliferación de éstas sobre las matrices de PLA/PEG 
para todas las composiciones preparadas. 
 
b) En un siguiente artículo Z. Y. Qian y colaboradores [56], en 2011, ampliaron su 
estudio sobre el comportamiento de las matrices de PLA/PEG. Mediante la 
técnica de electrospinning, prepararon matrices a partir de mezclas PLA/PEG 
95:5, y sembraron células madre mesenquimales (MSC). La biocompatibilidad 
in-vivo de las matrices se comprobó mediante su implantación en músculos del 
muslo de ratas. La conclusión importante del trabajo es que estas matrices 
presentan un buen comportamiento para su empleo en ingeniería de tejidos 
óseos. 
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II. Obtención de fibras coaxiales 
a) Z. Sun y colaboradores [41], en 2003, realizaron diferentes estudios 
concernientes al potencial del electrospinning coaxial para producir fibras con un 
núcleo y una cubierta de distinta constitución. En el primero, obtuvo fibras 
coaxiales utilizando disoluciones al 2% en peso de óxido de polietileno (PEO) 
pero conteniendo  bromofenol al 2% en la disolución utilizada para obtener el 
core y al 0.2% en la utilizada para el shell. En el segundo trabajo, obtuvo fibras 
coaxiales formadas por dos polímeros distintos. En concreto PEO en el  shell y 
polisulfona (PSU) en el core. En un último trabajo, obtuvo fibras coaxiales 
constituidas por PEO en el shell y poli(dodeciltiofeno) (PDT) en el core, polímero 
que no puede hilarse por sí solo mediante electrospinning. 
 
b) X. Jing y colaboradores [57], elaboraron en 2006 nanofibras coaxiales mediante 
electrospinning de una emulsión constituida por una fase acuosa, conteniendo 
PEG, y una fase orgánica, formada por un copolímero dibloque (PLA-b-PEG) 
disuelto en cloroformo. Las fibras preparadas resultaron con una distribución no 
homogénea al disponerse el PEG en la parte central y el PEG-PLA en la capa 
externa. Para diferenciar claramente las dos fases se añadió fluoresceína a la 
disolución acuosa, pudiendo incluso determinar el grosor del núcleo resultante 
en la microfibra. 
 
c) En un siguiente artículo, en 2008, X. Jing y colaboradores [58], describieron la 
preparación y propiedades de fibras coaxiales cargadas con clorhidrato de 
doxorubicina (DOX), un agente anticancerígeno. La estrategia utilizada en este 
trabajo consistió en electrohilar una emulsión obtenida a partir de una solución 
acuosa de DOX y otra del  copolímero dibloque (PLA-b-PEG) disuelto en 
cloroformo. La nanofibra coaxial fabricada, resultó formada por un eje central 
conteniendo agregados de DOX dispersos en (PLA-b-PEG) y una capa externa 
de (PLA-b-PEG) prácticamente carente del agente anticancerígeno. Esta 
distribución es importante ya que permite un cierto control en la liberación del 
fármaco al tener que efectuarse a través de la capa externa de polímero.  
 
III. Liberación de fármacos en fibras coaxiales: 
a) T. T. T. Nguyen y colaboradores [54], fabricaron y caracterizaron, en 2012, 
nanofibras porosas compuestas de un núcleo y una cubierta diferenciadas con 
aplicación en el diseño de parches para la curación de heridas y con una 
actividad a largo plazo. Las nanofibras estuvieron estructuradas con un núcleo 
de ácido salicílico (SA) y poli(etilenglicol) (PEG) y una cubierta de poli(ácido 
láctico) (PLA. Los resultados obtenidos indicaron que las fibras obtenidas a un 
flujo más bajo mostraban una liberación sostenida de SA durante un tiempo 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 27 
 
prolongado al ser su superficie más porosa,  mientras que la liberación era muy 
reducida cuando la cubierta presentaba una baja porosidad. Los autores 
utilizaron también modelos de difusión para determinar la cinética de liberación. 
 
b) Chi Wang y colaboradores [59], realizaron en 2010 un estudio de liberación 
sostenida de fármacos comparando el comportamiento de fibras coaxiales 
formadas por poli(ácido DL-láctico) (PDLLA) y poli(-3-hidroxibutirato) (PHB) y 
fibras formadas por un único componente (PDLLA o PHB). En concreto las 
fibras coaxiales electrohiladas presentaron un núcleo compuesto por PDLLA y 
una cubierta compuesta por PHB y viceversa. La droga utilizada en el estudio 
fue dimetiloxalilglicina (DMOG) que en el caso de las fibras coaxiales se 
incorporó únicamente en la solución empleada para producir el núcleo de la 
fibra. El resultado de la liberación fue interesante puesto que mostró una 
liberación instantánea en las fibras de un único componente al experimentar  
estas una apertura longitudinal, mientras que se observó una cinética de 
liberación en dos etapas con las fibras coaxiales (una liberación rápida inicial y 
una liberación controlada posterior). 
 
c) D.G. Yu y colaboradores [51], fabricaron en 2013 nanofibras coaxiales de 
polivinilpirrolidona (shell) y acetato de celulosa (core) cargadas con un 1 % de 
ketoprofeno (KTP), una molécula con actividad antiinflamatoria. Los estudios se 
efectuaron posicionando la droga tanto en el core como en el shell de la 
nanofibra. En los ensayos de liberación in-vitro  se demostró que las nanofibras 
coaxiales pueden proporcionar una liberación en dos etapas (rápida y 
sostenida). De esta forma, el estudio muestra que el electrohilado coaxial es un 
método sencillo y útil para el diseño y la fabricación sistemática de nuevos 
biomateriales con características estructurales que permiten una liberación de 
fármaco que puede en cierta medida programarse. 
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3. Objetivos 
3.1. Objetivo general 
El objetivo general del actual Proyecto Final de Carrera fue estudiar las matrices porosas 
constituidas por fibras coaxiales de material polimérico compuestas por un poliéster, 
Bionolle®, y un poliéter, PEG, dispuestos tanto en el core como en la cubierta(shell) de la 
fibra, así como la mezcla de ambos polímeros. Las mejores matrices se cargaran con dos 
fármacos, el triclosán, antibacteriano, en el polímero hidrofílico (PEG) y la curcumina, 
antitumoral, en el polímero hidrofóbico (Bionolle®) y su biocompatibilidad y actividad de las 
matrices. 
3.2. Objetivos específicos 
Con la finalidad de desarrollar el objetivo general planteado para este PFC, se establecieron 
los siguientes objetivos específicos: 
1) Establecer las condiciones óptimas para la producción de electrofibras coaxiales  
a partir de disoluciones de Bionolle® y de PEG. Preparando dos tipos de fibras: 
fibras con el core de Bionolle® y cubierta de PEG, y viceversa. Como control se 
prepararon fibras a partir de la mezcla de ambos polímeros. Entre las condiciones 
óptimas de electrohilado se considera la concentración de polímero y los 
parámetros operacionales de electrohilado. 
2) Caracterizar morfológicamente y determinar el diámetro de las fibras producidas 
en condiciones óptimas mediante microscopia electrónica de barrido (SEM). 
3) Establecer posibles cambios estructurales en las fibras mediante el análisis por 
calorimetría diferencial de barrido (DSC). 
4) Remover el componente PEG de las fibras por su solubilidad en agua para 
determinar su aplicación como polímero de sacrificio en las fibras coaxiales. Para 
ello se realizará el análisis por infrarrojos (FTIR) y resonancia magnética nuclear 
(RMN) de las matrices de fibras antes y después de solubilizar el PEG. 
5) Preparar y caracterizar las fibras coaxiales de Bionolle® y PEG cargadas con 
triclosán y curcumina, respectivamente; y sus respectivos controles.  
6) Estudiar la liberación tanto del triclosán como de la curcumina desde las matrices 
coaxiales y sus controles. 
7) Evaluar el efecto antibacteriano de las matrices en las  bacterias E.coli y M.luteus 
como representantes de las bacterias Gram-negativas y Gram-positivas, 
respectivamente. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 29 
 
4. Materiales y métodos 
4.1. Reactivos 
Para la realización de los diferentes ensayos de laboratorio se han utilizado los siguientes 
productos químicos. 
 Acetona, Panreac. 
 Agua destilada 
 Agua desionizadaMillipore 
 Azul de trypanal 
 Bionolle 1001D, Showa Denko k.k. 
 Clorurosódico 
 Curcumina, Sigma. PM: 368,4 g/mol 
 Diclorometano, Panreac 
 DMEM: medio de cultivo celular, Sigma-Aldrich 
 DMSO: dimetilsulfóxido, Sigma 
 E. coli: Escherichiacoli, bacterias del tipo Gram positivo 
 Estreptomicina 
 Etanol absoluto, Panreac 




 M. Luteus: Micrococcusluteus, bacterias del tipo Gram-negativo 
 MRC-5: células del tipo fibroblasto 
 MTT: Bromuro de 3-(4,5-dimetil-2-tiazolil)-2,5-difenil-2H-tetrazolio, Sigma-Aldrich 
 PBS 1x: tampón fosfato salino, pH 7,4, Sigma-Aldrich y mezcla PBS/etanol al 70% 
 PEG 10000, Fluka 
 Penicilina 
 Peptona 
 Suero fetal bobino 
 TCS, Sigma. PM: 289,5 g/mol 
 Tripsina-EDTA 
 VERO: células del tipo epitelial 
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4.2. Electrospinning 
4.2.1. Equipo de electrospinning 
El equipo de electrospinning (figura 4.2-1) utilizado para la realización de las fibras 
convencionales y coaxiales está compuesto por una bomba de desplazamiento(a), una 
jeringa o dos, electrospinning convencional o coaxial(b), una 
aguja (c) simple o coaxial dependiendo del tipo de fibras que se 
quieren obtener, una fuente de alimentación de alto voltaje(d), 
una superficie colectora (e) y una caja protectora (f).  
A parte del equipo de electrospinning es importante el uso de 
guantes, papel de aluminio, cubreobjetos y portaobjetos. 
También se utilizará un microscopio óptico para analizar las 
fibras in-situ para establecer las condiciones óptimas de 
electrohilado. 
El procedimiento a seguir para desarrollar el electrospinning convencional es el siguiente: 
I. Cargar la jeringa con la solución polimérica y poner la aguja. 
II. Colocar la jeringa en la bomba. En el menú de la bomba elegir el tipo de jeringa, el 
volumen de solución y el flujo al cual se quiere realizar el experimento. 
III. Cubrir la superficie del colector con papel de aluminio para recoger la muestra 
electrohilada. 
IV. Conectar la fuente de alimentación a la jeringa y al colector. 
V. Poner un cubreobjetos sobre el colector para analizar en el microscopio óptico si las 
fibras obtenidas son válidas. 
VI. Cerrar la caja protectora. Encender la bomba. 
VII. Encender la fuente de alimentación al ver caer la primera gota de solución polimérica 
y seleccionar el voltaje al que se quiere realizar el electrospinning.  
VIII. Observar que se forma el cono de Taylor en la punta de la aguja, y recoger muestra 
en el cubreobjetos. 
IX. Con la ayuda de un portaobjetos analizar el cubre en el MO y si las fibras son 
correctas, recoger todo el volumen de solución sobre el papel de aluminio. 
En el caso de la obtención de fibras coaxiales, la aguja a utilizar será coaxial, la bomba debe 
ser para dos jeringas en el caso de utilizar el mismo flujo, las jeringas del mismo tipo y se 
utilizaran tubos de teflón para conectar las jeringas con la aguja coaxial. 
Figura 4.2-1. Esquema del equipo 
de electrospinning. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 31 
 
4.2.2. Evaluación de las fibras por microscopia óptica 
Para evaluar si la apariencia de las fibras, recogidas en el cubreobjetos, pertenece a las 
condiciones óptimas de electrospinning se ha utilizado el microscopio óptico (MO) Zeiss 
Axioskop 40 y se han tomado micrografías con la cámara digital Zeiss Axios Cam MRC5 
(figura 4.2-2). 
El microscopio óptico se sirve de la luz visible para crear una imagen aumentada del objeto. 
Está compuesto por dos sistemas de lentes 
convexas, dos objetivos de 20 y 40 aumentos y el 
ocular. Los objetivos y el ocular están montados en 
extremos opuestos del tubo cerrado[60].  
Mirando a través del ocular se puede ver una imagen 
virtual aumentada de la imagen real. De esta 
manera, se hace una observación rápida de la 
muestra recogida en el cubreobjetos. Las imágenes 
obtenidas a partir del microscopio óptico son útiles 
para hacer una primera valoración. Aunque estas no 
sirven para hacer mediciones del diámetro, debido a que la forma cilíndrica de la fibra 
produce dispersión en el borde de está dando lugar a sombras alrededor, tampoco sirven 
para observar la morfología de las fibras, que se analizaran mediante la microscopia 
electrónica de barrido. 
4.3. Morfología y diámetro de las fibras 
4.3.1. SEM 
El microscopio electrónico de barrido (SEM), utilizado para analizar la morfología de la 
superficie de la fibra a mayor aumento que el MO,ha sido el Focus Ion BeamZeiss Neon40 
(figura 4.3-1). 
La técnica del SEM se basa en la reproducción de una imagen mediante el uso de 
electrones. La cámara donde se introduce 
la muestra trabaja al vacío. En la parte 
superior de la cámara está situado el cañón 
de electrones el cual produce el haz de 
electrones, que posteriormente generará la 
imagen, el haz viaja verticalmente a través 
del microscopio a un voltaje de aceleración 
de 5 kV. La muestra es enfocada gracias a 
Figura 4.2-2.Equipo de microscopia óptica. 
Figura 4.3-1.Equipo de SEM. 
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una serie de lentes electromagnéticas situadas en la columna. Los electrones de alta 
intensidad inciden sobre la muestra y los electrones dispersados de alta intensidad son 
captados por detectores que los convierten en una señal digital captada por una pantalla [61]. 
Para que la técnica del SEM se pueda aplicar sobre el material es 
necesario que la muestra sea conductora. En el caso de que no sea 
conductora se le debe hacer un tratamiento previo, que consiste en 
recubrir la muestra con una capa delgada de material conductor (oro 
o carbono). Este recubrimiento se ha realizado con el dispositivo 
Mitec K950 SputterCoater, el cual crea unrecubrimiento por 
pulverización catódica utilizando un campo eléctrico y gas argón, 
trabajando en condiciones de vacío (figura 4.3-2). 
 
Los pasos a seguir para analizar una muestra en el SEM son: 
I. La muestra a analizar se coloca sobre el cubreobjetos y el portaobjetos del SEM. 
II. Si la muestra no es conductora se le realiza un tratamiento previo de recubrimiento 
de carbono con el dispositivo de recubrimiento. Debido a los destellos producidos 
por el equipo no mirar directamente sin protección. 
III. Una vez recubiertas las muestras, se extraen del equipo y se introducen en la 
precámara del SEM (a) con la ayuda de un brazo metálico(c). 
IV. Cerrar la precámara y aplicarle el vacío. 
V. Abrir la compuerta de la precámara y depositar, con la ayuda del brazo, el 
portaobjetos con las muestras en la plataforma de la cámara (b). 
VI. Extraer el brazo, cerrar la compuerta. El interior de la cámara del SEM se puede 
observar a través del ordenador ya que se reproduce la imagen. Elegir la muestra a 
analizar con la ayuda del programa informático. 
VII. Tomar fotografías con el programa Smart Tiff de Carl Zeiss SMT Ltd. 
Las fotos obtenidas mediante el SEM son aptas para analizar la morfología de la fibra y para 
tomar muestras de diámetros y realizar así su distribución. Las medidas de diámetro se 
realizan con el mismo programa informático y mediante el Origin Pro 8.0 el procesamiento 
de los datos. 
4.4. Análisis por Resonancia Magnética Nuclear 
El análisis por resonancia magnética nuclear (RMN) sirve para verificar la constitución 
química de la molécula, la disposición de sus enlaces y comprobar la ausencia de moléculas 
anómalas, debidas a reacciones secundarias, y de grupos terminales asociados a muestras 
de bajo peso molecular, debidos a que el proceso de polimerización no ha finalizado. El 
Figura 4.3-2.Equipo de 
recubrimiento. 
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equipo empleado ha sido el espectrofotómetro Bruker AMX-300 el cual opera a 300,1 MHz 
(figura 4.4-1). 
La técnica de RMN se basa en determinar la absorción de energía, a frecuencias 
específicas, asociada a un cambio de orientación provocada por 
la irradiación de ondas radiomagnéticas en determinados 
núcleos atómicos que se hallan en el interior de un campo 
magnético. Existen varias técnicas de RMN: 1H-RMN, 13C-RMN 
y 1N-RMN. Se ha empleado la técnica de 1H-RMN. Así pues, se 
determinará la absorción de los núcleos de hidrogeno que se 
hallan en regiones con distintas densidades de electrones y por 
lo tanto absorben a una intensidad de campo magnético 
diferente [62]. 
 
El procedimiento a seguir es el siguiente: 
I. Se pesan entre 15-20 mg de muestra y se disuelve en CDCl3 en un tubo de 
muestras. 
II. Se introduce el tubo en el equipoy se analiza. 
III. Se obtiene el espectro de RMN de la estructura de los átomos de hidrógeno y se 
procesan los datos mediante el programa MestReC. 
Con el espectro obtenido se analiza:  
 
 Número de señales: corresponde a la cantidad de tipos de hidrógenos que 
presenta cada compuesto.  
 Áreas relativas de los picos (señales): son proporcionales al número de 
hidrógenos que producen la señal. Permiten asignar los picos a grupos de 
hidrógenos en particular.  
 Acoplamiento de señales: fenómeno producido por las influencias magnéticas de 
los hidrógenos presentes en átomos adyacentes. Este hecho provoca que las 
señales se dividan en n+1 picos donde n es el número de protones vecinos 
equivalentes químicamente, pero distintos al núcleo observado. Así, pueden surgir 
dobletes cuando hay un protón vecino, tripletes cuando son dos, etc. Si el núcleo 
observado tiene protones vecinos distintos entre sí, los acoplamientos de ambos 
se multiplican. 
4.5. Análisis por IR 
El análisis mediante espectroscopia de infrarrojo (IR) permite realizar un estudio cualitativo 
de la muestra determinando los grupos funcionales que la constituyen. El equipo utilizado 
Figura 4.4-1.Equipo de RMN. 
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para realizar este análisis es el FTIR 4100 Jasco con los accesorios Specacmodel MKII 
Golden Gate Heated Single Reflection Diamond ATR y con ZnSelenses + High Stability 
Temperature Controller (West 6100+) (figura 4.5-1). 
La técnica del IR se basa en la absorción de radiación infrarroja a una determinada longitud 
de onda a partir de la excitación de los modos de vibración y subestados de rotación de las 
moléculas que provocan un cambio en su momento 
dipolar. Es posible asignar absorciones a grupos 
funcionales específicos y obtener un espectro de IR 
diferente para cada molécula [63].  
El espectro de IR obtenido está compuesto por dos 
zonas: una con longitudes de onda del infrarrojo medio 
(entre 4000-1300cm-1), las bandas observadas están 
provocadas por las vibraciones derivadas de grupos 
que contienen H2 o grupos con dobles o triples 
enlaces, y otra con longitudes del infrarrojo lejano (entre 1300-400 cm-1), donde las bandas 
observadas son debidas a absorciones individuales provocadas por las vibraciones 
moleculares. 
Para realizar el espectro de las muestras se sigue la siguiente metodología: 
I. Poner el espectrofotómetro en marcha y el ordenador siguiendo las instrucciones del 
aparato. 
II. Abrir el ATR (a) como se indica en las instrucciones. Limpiar con etanol el soporte de 
diamante y el cristal de zafiro y hacer una línea base (background). 
III. Poner la muestra entre el soporte y el cristal y cerrar el ATR. Tomar la medida del 
espectro utilizando el programa informático Spectrameasurement. Guardar el 
espectro. 
IV. Repetir el procedimiento a partir del punto II, para cada muestra. 
V. Cerrar el equipo siguiendo las instrucciones. 
4.6. Análisis térmico 
4.6.1. DSC 
La técnica de calorimetría diferencial de barrido (DSC) se ha utilizado para caracterizar los 
procesos de fusión y cristalización así como temperaturas de fusión, cristalización y de 
transición vítrea. El calorímetro con el que se han realizado los análisis térmicos de las 
muestras ha sido el Q100 de TA-Instruments (figura 4.6-1), que consta de dos celdas y 
opera bajo purga de nitrógeno. 
Figura 4.5-1.Equipo de IR. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 35 
 
La técnica del DSC es un proceso termoanalítico que permite 
medir la entalpía de transformación, el calor latente de 
solidificación, entre una muestra y una referencia como una 
función dependiente del tiempo o de la temperatura. A partir de 
esta técnica se observan y cuantifican las diferentes transiciones 
energéticas que puede sufrir un material, ya sea por 
calentamiento o enfriamiento, con cambio de fase o sin cambio o 
por reacción química [64][65]. 
 
El procedimiento a seguir para la realización es el siguiente: 
I. Pesar aproximadamente 5 mg de la muestra en estado sólido y depositarla en una 
cápsula de aluminio. 
II. Colocar dos cápsulas en el mostrador del equipo. Una con la muestra y otra vacía 
que servirá de referencia. 
III. El equipo coloca en las dos celdas las cápsulas. Los barridos hechos son dos 
calentamientos y un enfriamiento. 
IV. Analizar los gráficos de calentamiento y enfriamiento obtenidos mediante el 
programa Universal TA 2000. 
La Tg aparece como una alteración en la línea base debido a que la muestra experimenta un 
cambio en la capacidad calorífica sin que haya un cambio de fase. 
La Tc da lugar a un pico en la curva del DSC, que aparece cuando la temperatura aumenta 
lo suficiente para que las moléculas puedan tener libertad de movimiento adoptando 
diferentes reordenamientos dentro de las cadenas poliméricas disminuyendo la viscosidad. 
Este proceso es exotérmico. 
La Tf da lugar a un pico endotérmico en la curva, que se evidencia cuando la muestra se ha 
fundido totalmente. 
4.7. Ángulos de contacto 
La medición de los ángulos de contacto (CA) da información sobre la superficie de la 
muestra para comprobar si la superficie es hidrofóbica o hidrofílica. El equipo utilizado es el 
DataPhysics OCA 15plus (figura 4.7-1) y el software es el SCA20. 
El análisis de ángulos de contacto es una técnica superficial y 
para su medición se emplea el análisis de la forma de la gota 
aceptando que la gota es una forma simétrica respecto a un eje 
vertical y teniendo en cuenta que las únicas fuerzas que afectan 
Figura 4.6-1.Equipo de DSC. 
Figura 4.7-1.Equipo CA. 
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a la forma de la gota son la tensión superficial y la gravedad. Los ángulos se miden 
ajustando una expresión matemática a la forma de la gota, calculando el ángulo entre la 
recta tangente de la gota y la base de referencia [66]. 
Experimentalmente se realiza el siguiente procedimiento: 
I. Preparar la jeringa de vidrio con el solvente para realizar las mediciones, en este 
caso el agua y colocarla en el equipo para que pueda dispensarla (a). 
II. Introducir en el programa los datos relativos al fluido utilizado, al volumen de la gota 
y a la manera de dispensarla. 
III. Colocar la muestra sobre una superficie metálica y fijarla para que quede plana, 
colocar la superficie en la base del equipo (b).  
IV. Con la ayuda de la cámara observar por la pantalla la muestra y la jeringa. Dispensar 
una gota. 
V. Observando por la pantalla subir la superficie metálica hasta que se toque con la 
gota y después separarla de manera que la gota quede sostenida encima de la 
muestra (c). 
VI. Con la ayuda del programa aplicar la línea base y medir el ángulo. 
4.8. Análisis mediante XPS 
El análisis mediante espectroscopia de fotoelectrones de rayos X (XPS) se ha utilizado para 
analizar la composición de las muestras obtenidas. El análisis se ha realizado con un 
sistema SPECS equipado con un ánodo de Al XR50, fuente que funciona a 200 W y un 
detector XP Phoibos 150 MCD-9 (figura 4.8-1). 
 
 El análisis de XPS funciona mediante la irradiación sobre la 
muestra de rayos X blandos monoenergéticos, los cuáles 
causan electrones que son expulsados. La identificación de 
los elementos se determina a partir de las energías cinéticas 
de enlace de los fotoelectrones expulsados. Los espectros 
obtenidos analizan C1s y O1s. 
 
 
El procedimiento seguido es: 
I. Fijar las muestras con cinta adhesiva de doble cara de carbono en un soporte 
especial. 
II. Realizar los espectros con una energía de pase de 25 eV a 0,1 eV pasos a una 
presión inferior a 7,5·10-9 mbar. 
III. Referir las energías de enlace a las señales de C1s y O1s. 
Figura 4.8-1.Equipo de XPS. 
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Los picos de los espectros obtenidos se solapan y deconvolucionan utilizando el programa 
v4 PeakFit creado por JandelScientific Software. 
4.9. Carga de fármacos y su liberación desde las fibras 
4.9.1. Modelos de liberación en medios de distinta hidrofobicidad 
Se ha realizado el estudio de liberación para dos fármacos, la curcumina contenida en el 
Bionolle® y el triclosán para el PEG. El estudio se ha realizado en dos medios: uno 
hidrofóbico, formado por una mezcla PBS/etanol (30:70 v/v) y otro hidrofílico formado por 
PBS 1x. 
El procedimiento a seguir es el siguiente: 
I. Preparar el medio PBS 1x; pesar 9,6 g de PBS y disolverlo en 1 L de agua Millipore. 
II. Preparar el medio PBS/etanol al 70 % en volumen. 
III. Para cada muestra hacer 6 trozos de unos 20mg, ya que se necesitan 3 repeticiones 
para cada medio. Cada trozo de muestra se coloca en un tubo de centrífuga con 
50mL del medio PBS 1x o del medio PBS/etanol. 
IV. Durante tres días en eppendorfs se recoge 1 mL de muestra de cada tubo. El primer 
día se toman medidas cada 5 minutos durante los primeros 15 minutos, después 
cada 15 minutos hasta completar la primera hora y seguidamente cada hora hasta 
completar 8 horas, el segundo día tres tomas pasadas 24 horas y el tercero dos 
tomas más. 
V. Para hacer la medida final se destruyen las muestras con 5mL de cloroformo y se les 
añade 45 mL de medio hidrofóbico a todos los tubos. 
4.9.2. Espectroscopia de ultravioleta 
Las muestras de liberación recogidas se analizan en el espectrofotómetro de ultravioleta 
(UV-Vis) SHIMADZU UV-3600 (figura 4.9-1) para cuantificar la cantidad de fármaco liberado. 
La técnica se basa en la absorción de luz ultravioleta y 
visible que se genera en una molécula al pasar un 
electrón de un orbital de baja energía a uno superior, al 
ser excitado. La diferencia energética entre los orbitales 
moleculares corresponde a las longitudes de onda en la 
zona del ultravioleta visible (190-780nm). 
Para cuantificar los ensayos de liberación del TCS y la CUR: 
Figura 4.9-1.Equipo de UV-vis. 
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I. Encender el equipo y marcar los parámetros en el programa UVProbe, como la 
absorbancia máxima del fármaco. El equipo dispone de capacidad para colocar dos 
cubetas una para el medio y otra para la muestra. 
II. Hacer la línea base con el medio usado en la liberación, la cubeta de cuarzo con el 
medio se deja en el equipo mientras se van analizando las muestras de ese medio. 
III. Poner la muestra recogida en el eppendorf en la cubeta de cuarzo que queda libre. 
IV. Hacer el espectro y guardarlo. 
En los espectros absorbancia-longitud de onda se observan dos picos correspondientes a 
cada fármaco en cada medio. Para determinar la concentración liberada de los fármacos en 
cada medio sus absorciones fueron procesadas usando una curva patrón de cada fármaco 
como referencia. La curva patrón se realiza para cada medio de liberación determinando la 
absorbancia a la longitud de onda del fármaco en ese medio de soluciones con una 
concentración del fármaco conocida. 
4.9.3. Modelos cinéticos de liberación 
El estudio de liberación de fármacos es un proceso complejo debido a que depende de 
diversos factores relacionados con el fármaco como su estructura química, cristalinidad, 
solubilidad, cantidad, tamaño de partícula y de factores dependientes del medio como la 
velocidad de liberación. Para poder relacionar la cantidad de fármaco liberado en función del 
tiempo se han planteado dos modelos matemáticos del tipo mecanicista: 
 El modelo de Higuchi: con el que es posible ajustar los datos de liberación hasta el 
60% de saturación del fármaco. Para este modelo la velocidad de disolución es 
función de la raíz cuadrada del tiempo. 
Mt
M∞
=kH· t                                                         Ec. 1 
Dónde: Mt/M∞ es la fracción de fármaco liberado en un tiempo t y kH es la constante 
de velocidad de liberación. 
 El modelo de primer orden: permite ajustar los datos de liberación a partir del 40% 
de saturación. La velocidad de disolución es proporcional a la primera potencia de la 






·t+lnM∞                                                Ec. 2 
Dónde: Mt/M∞ es la fracción de fármaco liberado en un tiempo t y k1 es la constante 
de velocidad de liberación. 
4.10. Cultivos bacterianos 
Las matrices de fibras obtenidas mediante electrospinning se han sometido a cultivos 
bacterianos para evaluar el efecto del biocida triclosán como agente antibacteriano. Las 
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bacterias seleccionadas para llevar a cabo el estudio han sido: Escherichia coli (E. coli) del 
tipo Gram-positivo y Micrococcus luteus (M. luteus) del tipo Gram-negativo(figura 4.10-1). 
La curva de la figura 4.10-2 muestra el crecimiento bacteriano. Las bacterias para el análisis 
fueron cultivadas aeróbicamente hasta la fase exponencial en un medio de cultivo 
constituido por 10 g/L de extracto de levadura, 5 g/L de NaCl y 16 g/L de peptona disueltos 
en agua destilada (pH 7,2). El crecimiento bacteriano se ha determinado mediante la medida 
de la absorbancia a 600nm y el número de bacterias se calculó mediante una Curva 
deMcFarland. 
 
Los experimentos de inhibición del crecimiento bacteriano se han realizado en placas de 
poliestireno de 24 pocillos. 103UFC (unidades formadoras de colonias) se sembraron en 2 
mL de medio de cultivo en presencia de las muestras de 
electrofibras (1 cm x 1 cm x 0,1cm) y se realizó un control 
positivo, que contiene la bacteria, y uno negativo solo con 
el medio. Los cultivos se incubaron a 37ºC y se agitaron a 
60-100 rpm. Después de incubarse durante 24 h, se extrae 
una alícuota de 0,1 mL de cada pocillo y se coloca en una 
placa de ELISA para realizar la lectura de absorbancia a 
450nm como medida para determinar el crecimiento 
bacteriano. La lectura se ha realizado en el equipo lector 
de microplacas EZ-READ 400 ELISA (figura 4.10-3) y el 
Figura 4.10-1.Morfología de las bacterias E. coli (a) y de las bacterias M.luteus (b). 
Figura 4.10-2.Curva de crecimiento bacteriano con las 4 fases del crecimiento:            
1) Fase de adaptación (Lag), 2) Fase exponencial,                    3) 
Fase estacionaria, 4) Muerte celular. 
Figura 4.10-3.Equipo lector de 
microplacas. 
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recuento de bacterias se calculó mediante una Curva deMcFarland. 
Los experimentos de adhesión bacteriana a la matriz de fibras se llevaron a cabo siguiendo 
la metodología expuesta a continuación: 
I. Sembrar 103UFC en 2 mL de medio de cultivo en presencia de fibras. Incubar los 
cultivos a 37ºC y agitarlos a 60-100 rpm durante 24 h.  
II. Después de la incubación, aspirar el medio de cultivo de los pocillos y lavar la matriz 
y los controles tres veces con agua Millipore.  
III. Añadir 0,5mL de MTT y 0,5 mL de PBS dejar incubar durante 48 horas. 
IV. Absorber el medio y lavar la matriz una vez con agua Millipore. 
V. Añadir 1mL de DMSO a cada pocillo y dejarlo incubar 30 minutos. Medir la 
absorbancia.  
El crecimiento bacteriano se determinó tal y como se describe en el ensayo de inhibición 
bacteriana. Todos los experimentos se realizaron por triplicado, expresándose todos los 
resultados como la media ± la desviación estándar. Se utilizó la t-Student para el análisis 
estadístico en un nivel de confianza del 95% (p <0,05). 
4.11. Cultivos celulares 
El cultivo de células inmortalizadas (células derivadas de tumores, o células trasformadas 
por elementos virales) es una metodología que permite tener de forma continua células. 
Estos cultivos celulares tienen como ventaja que no requieren el sacrificio de animales, ni el 
aislamiento y purificación celular. Por este motivo, los primeros ensayos de 
biocompatibilidad fueron realizados usando este tipo de células. El término biocompatibilidad 
in-vitro, puede entenderse como un material que no produce muerte celular por toxicidad 
celular (citotoxicidad) y se comporta como soporte apto para la adhesión y proliferación 
celular. 
Para la realización de este estudio se han utilizado células MRC-5 (Human fetal lung 
fibroblast) que es una línea celular del tipo fibroblasto y células VERO (African Green 
Monkey Kidney Epithelial Cells) que es una línea celular de tipo epitelial, como se muestra 
en la figura 4.11-1.  
Figura 4.11-1.Morfología de las células MRC-5 (a) y de las células VERO (b). 
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Tanto las células MRC-5 como las células VERO, se cultivaron en medio Eagle modificado 
por Dulbecco (DMEM), suplementado con suero fetal bobino al 10%, 50 U/cm3 de penicilina, 
50 mg/cm3 de estreptomicina y L-glutamina 2 mM, a 37ºC en una atmósfera húmeda con 
5% CO2 y 95% de aire. El medio de cultivo se cambia cada dos días y, para el subcultivo, 
las monocapas celulares se lavan con tampón fosfato salino (PBS 1x) y luego se tripsinizan 
por incubación con tripsina-EDTA al 0,25% durante 2-5 minutos a 37ºC. La actividad de la 
tripsina se detiene añadiendo medio de cultivo para obtener una suspensión celular.  
Una vez se obtiene la suspensión la concentración de células se determina por conteo 
celular directo en una Cámara de Newbauer (figura 4.11-2), usando el colorante vital azul 
de trypanal 4% para diferenciar las células vivas de las muertas. Para realizar este conteo 
se prepara en un eppendorf 20 µL de células y 20 µL de colorante. Este colorante penetra 
únicamente en las células muertas, y las colorea de azul. El principio de esta tinción 
diferencial corresponde a la estabilidad de la membrana celular: las células muertas 
tienen la membrana celular dañada, mientras que las células vivas tienen una membrana 
celular íntegra o intacta y por ello no permiten la penetración del colorante al interior 
citoplasmático. 
Todos los experimentos de biocompatibilidad in-vitro se realizaron con suspensiones 
celulares con viabilidad celular igual o mayor al 95%. Se requiere esta alta viabilidad celular 
inicial para poder evaluar la adhesión y proliferación de las células en contacto directo con el 
material. La pérdida de viabilidad celular durante los experimentos de biocompatibilidad 
puede explicarse por citotoxicidad (daño celular y/o muerte celular) inducida por los 
materiales o productos generados a partir del material ensayado. 
A continuación, se describen los pasos realizados para llevar a cabo los ensayos de 
biocompatibilidadin-vitro, adhesión y proliferación: 
I. Recortar las matrices de microfibras a analizar en cuadrados con una superficie 
aproximada de 1 cm2 y colocarlas en los pocillos (well) de las placas de cultivo, 
constituidas por un total de 48 pocillos, dejando una fila de la placa sin material 
como control. Preparar una placa por tipo de célula y por ensayo. Las placas de 
cultivo son de poliestireno (PS) tratado para el cultivo celular (TCPS), tratamiento 
Figura 4.11-2.Cámara de Newbauer (a) y el sistema de contoneo utilizado (b). 
a) b) 
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que consiste en el recubrimiento de la superficie de PS con proteínas típicas de la 
matriz extracelular (colágeno, fibrina, etc.).  
II. Esterilizar las placas de cultivo, preparadas con las matrices, por irradiación UV 
durante 15 min en el interior de una cabina de bioseguridad tipo II.  
III. Exponer las células al contacto directo con la superficie del material, depositando en 
cada pocillo 100 μL con 5x104 células para la adhesión o con 2x104 células para la 
proliferación y 500 μL de medio de cultivo. 
IV. Incubar la placa en condiciones de cultivo durante 20h para evaluar la adhesión o 
durante 3 días para evaluar la proliferación. 
La evaluación de la proliferación y de la adhesión se determina mediante la viabilidad 
celular por ensayo de MTT (Bromuro de 3-(4,5-dimetil2-tiazolil)-2,5-difenil-2H-tetrazolio), ya 
que las células viables contienen deshidrogenasas que convierten el reactivo MTT en sal de 
formazán. La aparición de la sal se evidencia por la aparición de microcristales en el interior 
de las células como muestra la figura 4.11-3. 
V. Pasado el tiempo de incubación correspondiente a cada ensayo, añadir a cada 
pocillo 50 μL de MTT de concentración 3 mg/cm3 y mantener las muestras durante 
3 horas en condiciones de cultivo. 
VI. Aspirar el medio y añadir 200 μL de dimetilsulfóxido (DMSO) a todos los pocillos. 
Poner las placas en agitación durante 15 min para que los cristales de formazán se 
disuelvan. 
VII. Cuantificar la formación de formazánleyendo la absorbancia a 540 nm en un 
lector ELISA (figura 4.10-3), para ello coger alícuotas de 200 μL de todos los 
pocillos a evaluar y ponerlas en una placa ELISA. 
Las células sobre las microfibras y la placa (control) se han cuantificado teniendo en cuenta 
que la absorbancia obtenida es proporcional al número de células y/o a la concentración 
celular. 
Cada experimento fue repetido 4 veces de manera independiente para posteriormente 
ser promediado y representado gráficamente. Se realizó el análisis estadístico usando el 
test t-Student con un nivel de confianza del 95% (p<0,05) y los resultados fueron 
normalizados a 1 cm2 de superficie.  
Figura 4.11-3.Viabilidad celular en un experimento de proliferación celular. 
Se observan los cristales de formazán que son formados en 
las células viables. 
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Finalmente, se ha realizado un análisis de fijación celular con el fin de obtener una 
evidencia a nivel microscópico de la adhesión y la proliferación celular sobre las matrices 
de fibras analizadas. Para realizar este ensayo se procede de igual modo que para la 
adhesión o proliferación celular hasta el punto IV, una vez pasado el tiempo de 
incubación añadir a cada pocillo 500 μL de formaldehido al 2,5% en agua dejar las 
muestras durante 24 horas a 4ºC. Posteriormente, deshidratarlas progresivamente con un 
lavado en una batería de alcoholes (30º, 50º, 70º, 90º, 95º y100º) a 4ºC durante 30 min por 
cada lavado. Una vez realizado el lavado, dejar secar las muestras. Las muestras 
deshidratadas y secas se analizan mediante el SEM (ver apartado 4.3.1). 
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5. Resultados y discusión 
5.1. Optimización de las condiciones operacionales de 
electrospinning coaxial 
5.1.1. Preparación de las disoluciones electrohilables de Bionolle®/PEG 
Para la obtención de fibras a partir de las mezclas Bionolle® y PEG es necesario realizar 
diferentes ensayos para encontrar los parámetros operacionales idóneos para que las fibras 
recogidas sean regulares, sin defectos y dentro del rango de diámetros deseado. Hay 
diferentes parámetros a tener en cuenta en la preparación de las mezclas antes de llevar a 
cabo el electrospinning, como es el disolvente que se utilizará o las concentraciones tanto 
de polímero como de los fármacos que se van a usar; que afectan directamente a la 
viscosidad final de la disolución. Durante el proceso de electrohilado, se requiere una 
concentración adecuada de la disolución para la formación de la fibra. A bajas 
concentraciones, se obtiene una mezcla de gotas y fibras, y cuando la concentración de la 
solución aumenta, la forma de las gotas cambia de forma esférica a una forma fusiforme y 
finalmente se producen fibras uniformes con un incremento de diámetro, debido al aumento 
de la viscosidad.  
El Bionolle® usado para estas fibras tiene un grado de cristalinidad de 35-45% y de alto peso 
molecular (115906 Da) (BionolleTM 1001D) proporcionado por Showa Denko Europa GmbH 
(Münich, Alemania), y de acuerdo con el fabricante tiene un índice de fluidez de 1,6 
(g/10min), con un contenido de agua de 0,02%, una densidad de 1,2 g/cc, Tg de -32 ºC y Tm 
de 114 ºC. El PEG utilizado tiene un peso molecular de 10000 Da, una densidad de 1,01 
g/cc y una Tm entre 62-65 ºC. 
Dado que el disolvente es una variable que afecta a las características de las fibras 
obtenidas, se realizó un estudio previo de solubilidad de los fármacos en diferentes 
disolventes. Se ha seleccionado uno que pueda disolver el Bionolle®, el PEG y que cuando 
sea mezclado con las disoluciones de TCS y CUR mantenga sus características 
electrohilables. En la tabla 5.1-1 se muestran los resultados de las pruebas de solubilidad 
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Con estas pruebas se observó que el único solvente capaz de disolver los polímeros y los 
fármacos fue el diclorometano (DCM), se decidió entonces disolver previamente los 
polímeros y seguidamente añadir las drogas correspondientes en el caso de utilizarlas. 
Otro punto importante es seleccionar tanto la concentración de los polímeros que vayamos a 
usar, ya que la cantidad de polímero en la disolución electrohilable limita la obtención de 
fibras, porque modifica las propiedades de la disolución polimérica (p.e. puede modificar la 
viscosidad, las características electrostáticas de la disolución, etc.). Para esto se hicieron 
una serie de experimentos con diferentes concentraciones de los dos polímeros disueltos en 
diclorometano y se intentó hacer el electrospinning de dichas soluciones. En la tabla 5.1-2 
se muestra un resumen de las condiciones seleccionadas para realizar el electrospinning 
coaxial. 






Cloroformo No 5-10 -- 
DCM Si 5-10 -- 
PEG10000 
Cloroformo No -- 5-15 
DCM No -- 5-15 
BIO/PEG DCM Si 5-7 10-15 
De esta manera se eligieron las siguientes concentraciones de polímero comprendidas en 
un rango de 5-7% de Bionolle® y de 10-15% de PEG disueltas en DCM para la obtención de 
las siguientes electrofibras. 
Tabla 5.1-1. Pruebas de solubilidad para la selección de disolventes de BIO, PEG, CUR y 
TCS. Los resultados son mostrados de forma cualitativa. 
Solvente BIO PEG CUR TCS 
Acetona:Cloroformo (2:1) No soluble Soluble Soluble Soluble 
Cloroformo Soluble Soluble Soluble Soluble 
DCM Soluble Soluble Soluble con calor Soluble 
DMF No soluble Soluble Soluble Soluble 
Tabla 5.1-2.Solventes y concentraciones de los polímeros Bionolle
®
 y PEG para 
producir fibras por  electrospinning coaxial. 
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 BIOs/PEGc 5/10,7/10, 5/15 (esta nomenclatura se refiere a fibras coaxiales 
compuestas por la cubierta de Bionolle® y el core de PEG, el número como fracción 
se refiere a la concentración en %-en peso de los respectivos polímeros).  
 PEGs/BIOc 10/5, 10/7, 15/5 (esta nomenclatura se refiere a fibras coaxiales 
compuestas por la cubierta de PEG y el core de Bionolle®, el número como fracción 
se refiere a la concentración en %-en peso de los respectivos polímeros). 
 Mezcla BIO-PEG 5/10, 7/10, 5/15 (esta nomenclatura se refiere a fibras compuestas 
por la mezcla de Bionolle® y PEG, el número como fracción se refiere a la 
concentración en %-en peso de los respectivos polímeros). 
Tanto, la CUR como el TCS fueron contenidos en la solución de electrospinning con un 
0,5%-w/w y 1%-w/w, respectivamente, como máximo. Se escogió la CUR como molécula 
con actividad antitumoral para ser mezclada en la disolución polimérica de Bionolle® y así 
obtener una liberación retardada de la droga. En cambio, el TCS es la molécula con 
acitvidad antibacteriana que se mezclo con la disolución polimérica de PEG para obtener 
una liberación inmediata y evitar la infección. 
5.1.2. Condiciones ópticas del electrohilado coaxial de Bionolle®y PEG 
Todas las disoluciones de Bionolle® y PEG para obtener las fibras coaxiales BIO/PEG y 
PEG/BIO y las fibras de mezcla BIO-PEG se sometieron a electrospinning, y en todos los 
casos se ensayaron diferentes condiciones operacionales del proceso para obtener fibras de 
“calidad”. Esto se refiere a la obtención de fibras sin defectos como son los beads (gotas de 
polímero sin estirar para formar fibras), ausencia de partículas esféricas y fibras 
homogéneas en cuanto a su diámetro. 
En la figura 5.1-1, a modo de ejemplo gráfico, se muestra una secuencia de optimización 
para las fibras coaxiales de BIOs/PEGc 5/15. El proceso de optimización para la obtención 
de electrofibras fue monotorizado o seguido mediante microscopía óptica porque así tras la 
rápida observación y evaluación de los resultados del electrospinning se pueden tomar las 





Figura 5.1-1. Secuencia de optimización de los parámetros operacionales de electrospinning 
para la obtención de la electrofibra coaxial BIOs/PEGc 5/15. 
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En la tabla 5.1-3 se muestran los parámetros seleccionados para la obtención de las fibras 
coaxiales de BIO y PEG, y sus controles preparados de las mezclas de ambos polímeros.. 
La distancia aguja-colector se ha mantenido constante con un valor igual a 14 cm. En el 
caso del diámetro de la aguja, en las fibras coaxiales, BIOS/PEGCy PEGS/BIOC fue para el 
caso del shell: Øext= 3,05 mm y Øint= 2,39 mm y para el core: Øext= 1,83 mm y Øint= 1,37 mm. 
En el caso de las fibras de mezclas, la aguja empleada fue unaTemuro® 18G con  diámetros 









5:10 20 5 
7:10 20 5 
5:15 15 1,2 
PEGS:BIOC 
5:10 25 3 
7:10 25 5 
5:15 20 5 
M 
5:10 25 4 
7:10 25 2 
5:15 20 4 
5.2. Caracterización de las fibras coaxiales 
5.2.1. Análisis mediante microscopía óptica (MO) 
El microscopio óptico (MO) no es una técnica útil para la caracterización cuantitativa de 
lasfibras electrohiladas por el tamaño reducido del diámetro de las fibras, y además, por el 
borde birrefrigente observado en toda la longitud de las fibras, lo cual imposibilita delimitarlos 
límites para determinar la medida del diámetro. A pesar de ello, es un equipo idóneo para 
una caracterización inicial e inmediata de las fibras in-situ. De esta manera se toman 
Tabla 5.1-3. Condiciones óptimas  para preparar fibras coaxiales de  Bionolle® y PEG. (M, fibras 
obtenidas de la mezcla de Bionolle® y PEG).  
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decisiones para realizar los cambios de los parámetros operacionales, y rápidamente se 
pueden determinar las diferencias que éstos provocan en la forma, tamaño u homogeneidad 
de las fibras. La figura 5.2-1 muestra las imágenes de microscopia óptica para las fibras 
coaxiales BIOS:PEGC y PEGS:BIOC y las fibras de mezclas BIO/PEG obtenidas en las 
condiciones óptimas. 
5.2.2. Análisis mediante microscopía electrónica de barrido (SEM) 
Para el estudio de la morfología de las fibras electrohiladas se ha utilizado el SEM. Esta 
técnica nos permite observar en detalle la superficie de las fibras para poder determinar 
diferentes características como la rugosidad, porosidad y presencia de canales o grietas en 
las mismas. En la figura 5.2-2 se muestran imágenes detalladas de todas las fibras 
electrohiladas.  
Figura 5.2-1.Fotografías de microscopía óptica de las fibras BIO/PEG. Fibra coaxial 
BIOs/PEGc: 5/10 (a), 7/10 (b), 5/15 (c); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (d), 10/7 
(e), 15/5 (f); mezcla BIO-PEG: 5/10 (g), 7/10 (h), 5/15 (i). 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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En este trabajo se han observado distintas morfologías que pueden presentar las fibras 
dependiendo de la ubicación de cada uno de los polímeros usados en la fibra coaxial. Las 
fibras coaxiales BIOS:PEGC muestran una morfología superficial con rugosidades 
confirmando así la morfología descrita en la bibliografía para las fibras obtenidas de 
Bionolle® [67]. En cambio en las fibras coaxiales PEGS:BIOC, donde el PEG se encuentra en 
la superficie de la fibra, deberían mostrar una morfología totalmente lisa, pero como se ve en 
la figura 5.2-2, la micrografías d) y f) presentan una morfología diferente debido a la mala 
formación de la fibra coaxial, en la que la disposición del PEG no ocupa totalmente la parte 
exterior de la fibra dejando parte del Bionolle® en la superficie de esta. Finalmente en las 
mezclas BIO-PEG podemos ver una superficie totalmente lisa, como ya era de esperar [68]. 
5.2.3. Diámetro de las fibras 
Las imágenes de las fibras obtenidas mediante la técnica de SEM también fueron utilizadas 
con fines cuantitativos para realizar el análisis de las distribuciones de diámetros de las 
fibras. El diámetro medio de las fibras es una medida que informa sobre la homogeneidad 
de las fibras en la matriz. Para ello, se midieron los diámetros de un número significativo de 
fibras para cada mezcla. Una buena estadística de la distribución de diámetros se consigue 
Figura 5.2-2.Morfología de las fibras BIO/PEG w/w. Fibra coaxial BIOs/PEGc: 
5/10 (a), 7/10 (b), 5/15 (c); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (d), 10/7 (e), 
15/5 (f); mezcla BIO-PEG: 5/10 (g), 7/10 (h), 5/15 (i). 
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realizando entre 50-100 medidas, evitando medir repetidamente la misma fibra, y midiendo 
los diámetros de fibras en diferentes zonas de la matriz. Este estudio de las medidas fue 
procesado utilizado el programa Smart Tiff de libre distribución (Carl Zeiss Smart Tiff). Los 
valores medidos fueron tratados mediante el programa Origin (Origin Pro v8. Microcal) que 
permite analizar la distribución de diámetros y realizar las representaciones graficas de estas 
distribuciones. En la figura 5.2-3 se muestran microfotografías (imágenes SEM) de las fibras 
junto con el grafico del análisis de su distribución de diámetros, donde claramente se puede 
observar una distribución unimodal en todos los casos, lo que es indicativo que las fibras 














Como observamos en la tabla 5.2-1 el diámetro obtenido para las fibras coaxiales son 
mayores que las obtenidas en las fibras de mezcla, las cuales varían entre 0.4 a 0.7 µm. En 
las fibras  coaxiales donde el Bionolle® se encuentra en el shell, los diámetros de estas 
fibras son variables entre 2,7 a 4,08 µm.Sin embargo, las fibras coaxiales donde el PEG se 
encuentra de manera superficial, aumenta el diámetro de la fibra, al aumentar la 
concentración polimérica final (concentración de Bionolle® más concentración de PEG). En 
el caso de las fibras obtenidas de las mezclas, su diámetro  fue notablemente menor 
respecto a las fibras coaxiales, y esto puede ser explicado debido al diámetro de la aguja 
utilizada en el electrospinning que es notablemente de menor diámetro en comparación con  
la aguja utilizada para preparar las fibras coaxiales. 










5:10 4,080 ± 0,042 
7:10 2,762 ± 0,022 
5:15 3,372 ± 0,036 
PEGs:BIOc 
5:10 1,789 ± 0,013 
7:10 1,958 ± 0,015 
5:15 4,795 ± 0,070 
M 
5:10 0,427 ± 0,004 
7:10 0,736 ± 0,015 
5:15 0,742 ± 0,011 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 




Figura 5.2-3.Morfología y distribución de diámetros de las fibras BIO/PEG w/w. Fibra coaxial 
BIOs/PEGc: 5/10 (a), 7/10 (b), 5/15 (c); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (d), 10/7 (e), 
15/5 (f); mezcla BIO-PEG: 5/10 (g), 7/10 (h), 5/15 (i). 
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5.2.4. Caracterización composicional de las fibras mediante RMN 
Como procedimiento alternativo para determinar la composición de las fibras BIO/PEG se ha 
utilizado la resonancia magnética nuclear (RMN). Los espectros se adquirieron tras disolver 
aproximadamente 15 mg de las fibras en cloroformo. A modo de muestra en la figura 5.2-4, 
se muestra el RMN de una matriz de fibras coaxiales BIOs/PEGc7 /10. 
Además de las señales a 0,00 (TMS, utilizada como referencia) y 7,26 ppm (CHCl3, 
disolvente), en la figura aparecen cuatro picos que pueden asignarse a los diferentes tipos 
de hidrógenos que existen en las mezclas de los dos polímeros. De esta forma, el singulete 
a 3,64 ppm corresponde a los dos –CH2- del PEG (4H) (a’), mientras que el triplete a 4.11 
ppm, el singulete a 2.62 ppm y el multiplete a 1.70 ppm corresponden respectivamente a los 
hidrógenos–CH2-CH2-O- (4H)(c), CH2-C(O)- (4H)(b) y -CH2-CH2-O- (4H) (a)del Bionolle
®. 
Los valores que aparecen debajo de cada pico indican el valor de su área, que es 
directamente proporcional a la abundancia relativa de los átomos de hidrógeno asociado. 
Haciendo un simple cálculo considerando las áreas de los picos representativos de uno y 
otro polímero y el número de átomos de hidrógeno involucrados en cada señal según la 
fórmula química, se puede obtener la composición molar (Ec.3).  
Figura 5.2-4.Espectro 
1
H-RMN de las fibras coaxiales BIOs/PEGc 7/10. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 










                                               Ec. 3 
Empleando la Ec.3, y a modo de ejemplo se calcula la composición molar del Bionolle®de la 
muestra de la figura 5.2-4. 
Bio mol-%= 
 100 +98,2 +98,1 
12





·100= 19,6 % molar Bio  
En la tabla 5.2-2, se resumen las composiciones molares de las distintas fibras preparadas 
según puede deducirse con los datos tabulados de los correspondientes espectros de RMN. 
En general, se observa una relativa buena concordancia entre las proporciones teóricas y 
las realmente incorporadas en las fibras. Debe resaltarse la complejidad de la metodología 
empleada en la preparación de las fibras coaxiales al involucrar dos flujos y posiblemente 
producirse una incorporación incompleta de los respectivos polímeros en las fibras 
electrohiladas. La variación observada indica que sería interesante efectuar un estudio con 
un número mayor de muestras para cada condición experimental y poder mejorar de esta 









5:10 14,8:85,2 13,4:86,6 
7:10 19,6:80,4 19,6:80,4 
5:15 10,4:89,6 8,7:91,3 
PEGs:BIOc 
5:10 14,8:85,2 10,5:89,5 
7:10 19,6:80,4 14,4:85,6 
5:15 10,4:89,6 8,1:91,9 
M 
5:10 14,8:85,2 12,9:87,1 
7:10 19,6:80,4 14,8:85,2 
5:15 10,4:89,6 11,2:88,8 
 
5.2.5. Caracterización físicoquímica de las fibras mediante DSC 
Las propiedades térmicas, tanto de las fibras coaxiales como de mezclas de Bionolle®/PEG, 
se estudiaron mediante calorimetría diferencial de barrido siguiendo un protocolo 
previamente establecido que implica cuatro barridos. En el primer calentamiento, realizado a 
Tabla 5.2-2.Composición de las fibras coaxiales determinadas a partir de los datos de 
RMN.teo: teórico, exp: experimental, s:shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de la fibra 
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20ºC/min, se obtiene información acerca de la fusión de la muestra tal y como ésta se 
obtiene del proceso de electrohilado, es decir, es posible determinar el grado de cristalinidad 
que puede alcanzarse en el proceso. La fusión se manifiesta como un pico endotérmico con 
subida más o menos gradual y regular, según la naturaleza e historia térmica de la muestra, 
y una bajada brusca hasta recobrar la línea base. 
La recuperación y mantenimiento de la línea base tras la fusión permite también deducir que 
el material es estable durante la fusión y a temperaturas algo superiores a ésta. Esta 
propiedad es importante, ya que indica que el material puede ser procesado fácilmente a 
partir del estado fundido. Si por el contrario, aparecen otros picos, es indicio de que el 
material analizado no es estable y que sufre un proceso de descomposición simultáneo o 
posterior a la fusión. 
Inmediatamente después de la fusión se procede a un enfriamiento lento de la muestra 
(10ºC/min) para observar el proceso de cristalización desde el estado fundido (2º barrido). 
Este enfriamiento lento tiene por tanto como objetivo extraer conclusiones sobre la facilidad 
de cristalizar del material al analizar el pico exotérmico que puede aparecer, siendo el área 
del mismo indicativa del grado de cristalización que puede alcanzarse en el proceso. El 
parámetro es interesante cuando se compara con el valor inicial obtenido del material 
electrohilado. 
Los barridos 2, 3 y 4 se realizan en un rango de temperaturas comprendido entre -90ºC y 
algo por encima de la temperatura de fusión. Los mismos comparan el comportamiento 
térmico de muestras cristalizadas lentamente (barrido 3) o quencheadas (barrido 4) y 
pueden permitir determinar la temperatura de transición vítrea. Sin embargo, las matrices de 
Bionolle® y PEG analizadas resultaron muy cristalinas por lo que no pudo apreciarse 
claramente una discontinuidad de la línea base indicativa de la transición vítrea.  
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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En la figura 5.2-5 se muestran las curvas correspondientes a los primeros barridos del 
análisis calorimétrico de las tres muestras BIO/PEG preparadas mediante electrospinning. 
Las curvas inferior y superior corresponden a los dos homopolímeros puros que 
evidentemente muestran únicamente los picos endotérmicos característicos de la fusión de 
cada polímero de referencia (p.e. PEG a 62ºC y Bionolle® a 111ºC). En las tres curvas 
restantes, correspondientes a las matrices de BIOS:PEGC (a), PEGS:BIOC(b) y BIO-PEG 5/10 
(c), se aprecian siempre los picos de fusión de los dos componentes. Estos aparecen 
lógicamente a la misma temperatura observada en los barridos de los correspondientes 
homopolímeros.  
En la tabla 5.2-3 se recogen los parámetros obtenidos en el análisis calorimétrico de las 
distintas fibras (primer y segundo barrido). Puede resaltarse la gran diferencia existente 
entre las entalpías de fusión del Bionolle® electrohilado y de la granza inicial de Bionolle®. El 
resultado indica claramente que el proceso de electrohilado favorece la cristalización del 
material al provocar el mismo un alineamiento de las cadenas poliméricas. La diferencia 
existente lógicamente no se aprecia en las entalpías de cristalización que son similares al 
haberse procesado las muestras idénticamente (desde el estado fundido). 
Figura 5.2-5. Curvas de DSC para el primer barrido térmico de fibras de mezclas 
BIO/PEG w/w; coaxial BIOs/PEGc: 5/10 (a); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (b); 
mezcla BIO-PEG: 5-10 (c). 
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Las entalpías de fusión de las muestras electrohiladas correspondientes a las mezclas y a 
las fibras se encuentran en el rango esperado si se tienen en cuenta las composiciones 
reales deducidas mediante RMN. En todo caso, debe resaltarse que el componente que se 
dispone en el exterior de las fibras coaxiales tiende a presentar un aumento de cristalinidad 
que podría ligarse a una mayor orientación molecular alcanzada en esta zona durante el 
procesado. 
 
5.2.6. Caracterización fisicoquímica de las fibras mediante FTIR 
Mediante la técnica de espectroscopia infrarroja con Transformada de Fourier (FTIR) se ha 
comprobado de forma cualitativa la presencia de los dos homopolímeros en las fibras de las 
matrices. 
En la figura 5.2-6, se muestra de manera comparativa los espectros infrarrojos de dos tipos 
de fibras coaxiales, y el espectro FTIR de la mezcla; y además se muestran los espectros 
FTIR de los respectivos homopolímeros. Las flechas indican las distintasbandas 
características de cada homopolímero siendo para el Bionolle®: una banda a 1722 cm-
1correspondiente al enlace C=O, una banda a 1158 cm-1 correspondiente al enlace νC-O, una 
a 1044 cm-1 correspondiente al enlace νO(CH3)4 y a 802 cm
-1 correspondiente al enlace νC=O 
simétrico[69]. Para el PEG las principales bandas características son: una banda a 1465cm-
1ya1344 cm-1 correspondientes al enlace δC-H, una banda a 1278 cm
-1y a 1094 cm-1 
correspondiente a los enlaces νO-H y νC-O-H y a 834cm
-1 correspondiente al enlace γC-
H
[70].Estas bandas son usadas para demostrar de forma cualitativa la presencia de los dos 
Muestra 



















 - - - - 111.0 56.9 77.7 59.2 
BIO - - - - 110.3 75.7 79.7 61.4 
PEG
a
 65.0 177.2 44.4 177.2 - - - - 
PEG 63.8 170.1 44.7 175.7 - - - - 
BIOs/PEGc 5/10 56.9 90.4 37.7 80.5 106.5 27.5 76.3 30.0 
PEGs/BIOc 10/5 62.3 125.3 34.6 111.7 109.1 17.7 78.6 19.2 
BIO-PEG 5-10 62.5 121.3 34.3 103.5 111.7 28.1 79.4 26.4 
Tabla 5.2-3. Parámetros calorimétricos de muestras electrohiladas correspondientes a los 
homopolímeros, su mezcla y fibras coaxiales (ªDatos correspondientes a la granza 
del material que se utiliza como referencia; s:shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de 
la fibra). 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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homopolímeros en las fibras coaxiales y en la mezcla de las fibras BIOS:PEGC(a),PEGS:BIOC 
(b) y BIO-PEG 5/10 (c), tal como se muestra en la figura 5.2-2. 
 
Figura 5.2-6.Comparativa IR’s (modo absorbancia) de las muestras BIO/PEG w/w;  
 coaxialBIOs/PEGc: 5/10 (a); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (b);  
 mezcla BIO-PEG: 5/10 (c). 
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5.3. Análisis de las fibras mediante XPS 
A partir de la técnica de XPS se han identificado por separado las energías de enlace de los 
diferentes carbonos y oxígenos presentes enBionolle® y PEG y se han comparado con las 
energías de enlaces obtenidas para las mezclas BIO-PEG. 
El espectro del Bionolle® se caracteriza por la presencia de cuatro tipos de carbono (C1s) 
diferenciados por los enlaces en los que participan. En concreto, tras la deconvolución del 
pico mayoritario pueden apreciarse hasta cuatro picos con energías de enlace de 284,5 eV 
(enlace C*-H (C1)), 285,2 eV-285,6 eV (enlace C*-C=O (C2)), 286,4 eV-286,9 eV (enlace C*-
O-C=O (C3))y finalmente 289,3 eV (enlace O-C*=O (C4)). La deconvolución del pico 
asociado al átomo de oxígeno (O1s) da lugar a dos picos con energías de enlace de 531,6 
eV (enlace -C=O* (O1)) y 533 eV (enlace C-O*-C=O (O2))
[71]. 
A diferencia del Bionolle®, para el PEG únicamente se observa un tipo de enlace de carbono 
y un tipo de enlace de oxígeno debido a la simetría de la cadena polimérica. Al enlace O-C* 
(C5) le corresponde una energía de enlace de 285 eV mientras que el enlace O*-C (O5) le 
corresponde una energía de enlace de 532,5 eV[72]. 
A modo de ejemplo en la figura 5.3-1se muestran los resultados obtenidos para el PEG, la 
mezcla BIO-PEG 5-15 y para el Bionolle®. 
Figura 5.3-1.Comparativa de los XPS obtenidos mediante análisis de C1s (a) y análisis 
de O1s (b) de las muestras: PEG; mezcla: BIO-PEG 5-15; BIO. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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A simple vista, se observa que la deconvolución de la mezcla no viene dada por la suma de 
los picos obtenidos para el PEG y el Bionolle® en ninguno de los diferentes análisis 
realizados. En concreto, se pueden detectar tres picos correspondientes a átomos de del 
Bionolle® (C4, C3 y C2) y uno correspondiente al PEG (C5). La distribución de intensidades en 
la mezcla es anómala ya que el pico C3 tiene una intensidad demasiado elevada, mientras 
que el pico cercano a 285 nm (suma del pico C5correspondiente al PEG y el picoC1 del 
Bionolle) presenta una intensidad demasiado reducida al contribuir átomos de carbono de 
las dos cadenas poliméricas. Los resultados sugieren que puede establecerse algún tipo de 
interacción entre los dos polímeros de la mezcla que dé lugar a cambios en el espectro 
resultante y que éste no obedezca una simple adición. En el análisis de la zona espectral 
correspondiente a los átomos de oxígeno se observa la aparición de picos asociados al PEG 
y al Bionolle®, aunque existe un desplazamiento claro hacia la izquierda para el pico O1 del 
Bionolle® y la intensidad del pico asociado al PEG es muy reducida. Nuevamente parece 
que se produce algún tipo de interacción entre los dos polímeros. 
5.4. Estudio de la estabilidad de las fibras por remoción del 
PEG 
5.4.1. Pérdida de peso de las fibras después de la remoción del PEG 
Dado que el Bionolle® y el PEG son polímeros con diferente solubilidad en agua, se procedió 
a estudiar el efecto de la remoción del PEG mediante la inmersión en agua de las 
microfibras de BIO/PEG durante un tiempo determinado. El PEG es considerado como un 
material soluble en agua mientras que el BIO es totalmente insoluble por su carácter 
hidrofóbico. Por lo tanto, se quiere determinar si la disolución del PEG en agua es total o 
parcial dependiendo del tipo de fibra estudiada y si está remoción del PEG tiene algún 
efecto en la forma y/o superficie de la fibra. 
Para realizar el análisis de estabilidad de las fibras después de remover el PEG se realizó el 
siguiente procedimiento: 
I. Cortar 3 matrices cuadradas de aproximadamente 20 mg, por muestra de fibras. 
II. Anotar los pesos de cada matriz (mi), e introducirlas en una placa de vidrio poniendo 
1 mL de agua Millipore. 
III. Dejarlas 24 horas en agua, retirar el líquido sobrante y pesarlas (mh). 
IV. Seguidamente poner durante 24 h a secar en el vacío y pesarlas (ms). 




·100                     Ec. 4 





   yms PEG=ms total -mi Bionolle  
Se ha optado por estudiar la pérdida de masa de PEG en función de la relación de masa de 
PEG que contiene cada composición de fibras, así que a la composición 5/10 le 
corresponde una relación en masa en función del PEG de 0,67 a la 7/10 de 0,59 y a la 5/15 
de 0,75, y comparándolas entre sí dependiendo de la posición del PEG en la fibra coaxial o 
si está formando parte de la mezcla. Los datos obtenidos se muestran en la figura 5.4-1. 
 
Se observa que para el caso de las fibras coaxiales donde el PEG se encuentra formando la 
cubierta y para las mezclas donde se encuentra combinado con el Bionolle® la pérdida de 
peso aumenta al aumentar la relación de masa, es decir la cantidad de PEG. Mientras que 
cuando el PEG se encuentra formando el núcleo de la fibra coaxial se observa que 
aproximadamente se remueve la misma cantidad de PEG debido a que el Bionolle® es 
hidrofóbico y evita que la totalidad del PEG sea extraído menos en el caso de la 
composición 7/10 en la que se remueve el 100% del PEG y que como se mostrará más 
adelante mediante el SEM estas fibras han sufrido una apertura longitudinal. 
5.4.2. Morfología de las fibras después de la remoción de PEG: Análisis por 
microscopia electrónica de barrido (SEM) 
Una vez se han incubado las muestras de fibras en agua (medio hidrofílico), un tratamiento 
en el que se ha eliminado una parte significativa del PEG (polímero de sacrificio), se 
procedió a examinar de nuevo las fibras mediante el SEM para determinar el efecto que 

























Figura 5.4-1.Pérdida de peso por remoción del PEG  dependiendo de la conformación de la fibra. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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cambios morfológicos en la superficie o severos daños como perforaciones, etc.). En la 
Figura 5.4-2se muestran las microfotografías de las fibras después de solubilizar el PEG. 
 
En general, se observa que después de la extracción del PEG (entre un 66,8%-98,7%) y 
comparándolas con las imágenes de antes de la inmersión en agua (ver figura 6.2-2), los 
diámetros han disminuido (este efecto se discute en el siguiente apartado),y su superficie se 
observa rugosa, lo cual es característico del Bionolle®. Aunque para los casos de las fibras 
coaxiales (b) y (f) se observa que las fibras han sufrido una apertura longitudinal, 
probablemente debido a la presión hidrostática que debe soportar la fibra durante el proceso 
de solubilización del PEG. 
5.4.3. Cambios en el diámetro de las fibras después de la remoción del PEG. 
Del mismo modo que para las fibras antes de la inmersión (ver apartado 5.2.3) se han 
analizado los diámetros a partir de las microfotografías obtenidas mediante el SEM, para 
Figura 5.4-2. Morfología de las fibras BIO/PEG w/w después de solubilizar el PEG por  
inmersión de las fibras en agua. Coaxial BIOs/PEGc: 5/10 (a), 7/10 (b), 5/15 
(c); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (d), 10/7 (e), 15/5 (f); mezcla BIO-PEG: 5/10 
(g), 7/10 (h), 5/15 (i). 
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determinar el nuevo diámetro después de la inmersión. Este análisis permite establecer si 
las fibras siguen siendo homogéneas como las iniciales o por el contrario, existen diferentes 
poblaciones de fibras y la solubilización del PEG en el agua no afecta a todas por igual. En 
la Figura 5.4-3 se muestran las micrografías de las distintas fibras así como su distribución 
de tamaño tras la remoción en agua, excepto para el caso (b)y(f) en los que se observa que 
las fibras han sufrido una apertura longitudinal y por lo tanto no es posible realizar las 
medidas de los diámetros. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 63 
 
 
Figura 5.4-3.Morfología y distribución de diámetros de las fibras BIO/PEG w/w después de  
solubilizar el componete PEG. Fibra coaxial BIOs/PEGc: 5/10 (a), 7/10 (b), 5/15 (c); 
coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (d), 10/7 (e), 15/5 (f); mezcla BIO-PEG: 5/10 (g), 7/10 (h), 
5/15 (i). 
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En la Tabla 5.4-1se muestran los valores promedios de los diámetros de las fibras antes y 











5:10 4,080 ± 0,042 2,302 ± 0,055 1,778 
7:10 2,762 ± 0,022 -- -- 
5:15 3,372 ± 0,036 2,629 ± 0,073 0,743 
PEGs:BIOc 
5:10 1,789 ± 0,013 1,498 ± 0,012 0,291 
7:10 1,958 ± 0,015 1,993 ± 0,019 -0,035 
5:15 4,795 ± 0,070 -- -- 
M 
5:10 0,427 ± 0,004 0,295 ± 0,007 0,132 
7:10 0,736 ± 0,015 0,514 ± 0,011 0,222 
5:15 0,742 ± 0,011 0,569 ± 0,016 0,173 
En general, comparando los resultados de la tabla 5.4-1 se aprecia que después de la 
inmersión de las matrices de fibras en agua, todas las fibras han reducido su diámetro. Esto 
es muy claro en las fibras coaxiales BIOs:PEGc. Sin embargo, en las fibras coaxiales 
PEGs:BIOc7:10 se aprecia un ligero aumento no significativo de su diámetro, y en las fibras 
coaxiales PEGs:BIOc5:10 el cambio de diámetro es comparable a lo que se observa para las 
fibras de las mezclas BIO-PEG. En estos casos puede explicarse que el PEG remanente se 
disponga como intrusiones entre la matriz de Bionolle®.  
5.4.4. Porosidad 
Dado que el Bionolle® y el PEG son polímeros con diferente solubilidad en agua. En este 
apartado se estudiaran los cambios que ocurren, no en las fibras, sino en las matrices 
formadas por un conjunto de fibras. Como se ha evidenciado anteriormente, los diámetros 
de las fibras disminuyen tras la inmersión de la matriz en agua, este hecho probablemente 
puede tener repercusión en un aumento del tamaño de poro entre las fibras de la matriz. En 
este trabajo, esta porosidad ha sido estudiada como el espacio muerto que hay entre las 
fibras de la matriz. 
Para determinar si este espacio muerto entre las fibras tras la inmersión de la matriz en 
agua tiene relación con la composición inicial de las fibras, se ha medido el espacio muerto 
a partir de las masas de las matrices húmedas (mh) y de las masas de las mismas matrices 
secadas al vacío (ms). 
Tabla 5.4-1.Variación de los diámetros de las fibras después de  la pérdida de PEG. 
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La porosidad aproximada (o espacio muerto) de las matrices se obtiene a partir de la 

















                                         Ec. 5 
Dónde: P=porosidad; ρdisolvente= densidad del agua= 1000 kg/m
3; ρBIO= densidad del 
Bionolle®= 1260 kg/m3; ρPEG= densidad del PEG= 1070 kg/m
3 
En la Figura 5.4-4 se muestran los resultados obtenidos para la porosidad en función de la 
relación de masa de PEG inicial en las fibras que forman las diferentes matrices estudiadas. 
 
Se observa que para las fibras coaxiales donde el Bionolle® se encuentra en la cubierta o 
shell de la fibra, la porosidad aumenta a medida que la masa del PEG contenida en las 
fibras aumenta. Este resultado es lógico ya que como se ha visto anteriormente cuando la 
masa del PEG aumenta la pérdida de este aumenta, y además el diámetro de las fibras 
disminuye significativamente. Sin embargo, para las fibras de mezcla se esperaría que la 
porosidad fuera aumentando ya que cada vez se remueve más cantidad de PEG, pero no 
es así debido a que las fibras tienen un diámetro más pequeño y por lo tanto, se tiene más 
fibras por unidad de volumen, y además, después de remover el PEG de las fibras, la 
variación en el diámetro de las fibras no es tan grande como sucede en el caso anterior. 
Finalmente en el caso de las fibras coaxiales donde el PEG está dispuesto en el shell o 
cubierta de la fibra la porosidad va disminuyendo a medida que aumenta la cantidad de PEG 





















Figura 5.4-4. Porosidad de las matrices BIO/PEG w/w después de la extracción del PEG en agua. 
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diámetro de las fibras de las mezclas, pero tiene poca variación cuando se solubiliza el PEG, 
con lo cual es una situación similar a lo que sucede con las fibras de mezclas pero en 
general con menor espacio muerto dado el mayor diámetro de las fibras. 
5.4.5. Caracterización de las fibras por FTIR después de la remoción de PEG. 
Se han caracterizado fisicoquímicamente mediante FTIR las fibras obtenidas después de la 
remoción del PEG.  El objetivo de este análisis fue determinar el cambio cualitativo en la 
composición de las fibras cuando ocurre una disminución significativa del porcentaje del 
PEG. 
Se han realizado los espectros de infrarrojo de todas las muestras antes y después de la 
remoción del PEG, y luego se han analizado las bandas características para cada polímero. 
La figura 5.4-5 muestra a modo de ejemplo los espectros de las muestras con composición 
BIO 5% y PEG 10%. 
En la figura 5.4-5, se han marcado las bandas características del PEG ( como referencia ver 
la figura 5.2-6 para el indexado de las bandas) y se observa que para todas las muestras 
existe una disminución en la señal de las bandas características del PEG como 
consecuencia de su solubilización y extracción por el agua. 
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Figura 5.4-5.Comparativa de IR’s(modo absorbancia) de las muestras BIO/PEG w/w antes y después 
de la inmersión en agua; coaxial BIOs/PEGc: 5/10 (A); coaxial PEGs/BIOc: 10/5 (B); 
Mezcla BIO-PEG: 5-10 (C). Subíndices; I: Antes inmersión, R: Después inmersión. 
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5.4.6. Análisis composicional mediante RMN de las fibras después de 
remover el PEG 
Se han analizado las fibras mediante la técnica de RMN para cuantificar el contenido de BIO 
y PEG después de realizar la inmersión de las matrices de las fibras en agua. Este análisis 
permite, contrastar los resultados obtenidos mediante FTIR, porosidad y la pérdida de 

















teo: teórico, exp: experimental, rem: tras la remoción en agua, s:shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de la fibra 
Los resultados demuestran que en todos los casos se extrae una cantidad importante de 
PEG debido a su carácter hidrofílico. La mayor remoción de PEG se obtiene para las fibras 
coaxiales donde el PEG se encuentra formando la envoltura o shell de la fibra, y para las 
fibras preparadas a partir de la mezcla de ambos polímeros. Por otro lado evidencia la 
capacidad de solubilizar y remover el PEG cuando forma el core en las fibras coaxiales. 
Por otro lado, estos resultados también demuestran que no todo el PEG es solubilizado 
desde las diferentes matrices. Este hecho, también fue evidenciado con los diferentes 
análisis realizados anteriormente. 














5:10 14,8:85,2 13,4:86,6 71,6:28,4 50 
7:10 19,6:80,4 19,6:80,4 59,7:40,3 49,9 
5:15 10,4:89,6 8,7:91,3 45,0:55,0 39,8 
PEGs:BIOc 
5:10 14,8:85,2 10,5:89,5 59,8:40,2 55,1 
7:10 19,6:80,4 14,4:85,6 68,8:31,2 63,5 
5:15 10,4:89,6 8,1:91,9 58,2:41,8 54,5 
M 
5:10 14,8:85,2 12,9:87,1 55,8:44,2 49,2 
7:10 19,6:80,4 14,8:85,2 58,0:42,0 50,7 
5:15 10,4:89,6 11,2:88,8 60,7:39,3 55,8 
Tabla 5.4-2. Análisis de la composición de polímeros determinada por RMN antes y 
después de la inmersión en agua de las matrices de fibras. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 69 
 
El análisis de los ángulos de contacto permite determinar la hidrofobicidad de la superficie 
de las matrices de fibras. Para realizar el ensayo se han medido los ángulos de contacto 
entre una gota de agua y la superficie de las diferentes matrices de BIO y PEG. La figura 
5.4-6, a modo de ejemplo, muestra la medida de los ángulos de contacto para la matriz de 
fibras coaxiales BIOs/PEGc 5/10. 
La figura 5.4-7 muestra gráficamente los resultados de las medidas de los ángulos de 
contacto obtenidos para las diferentes matrices de fibras estudiadas. Con este ensayo se 
puede determinar si en la superficie se encuentra el Bionolle®, y por lo tanto, se podrá 
realizar la medida de los ángulos; o por lo contrario, si se encuentra el PEG no se podrá 
realizar la medida debido a que es hidrofílico y la gota de agua moja totalmente la superficie 
de la matriz. 
 
Figura 5.4-6. Medida de los ángulos de contacto. Matriz de fibras coaxial BIOs/PEGc: 5/10; 
a) antes de la inmersión y b) después de la inmersión en agua. 
Figura 5.4-7. Ángulos de contacto para las diferentes matrices antes y 
después de la inmersión en agua. 
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En el gráfico, se observa que para las fibras coaxiales en las que el Bionolle® se encuentra 
en la superficie el ángulo de contacto se puede medir antes y después de la inmersión en 
agua, hecho que indica que el Bionolle® está posicionado en la cubierta de las fibras. No 
obstante, se observa que para la mezcla 7/10 el ángulo medido es más bajo de lo esperado 
seguramente indicativo de que la fibra coaxial no se ha realizado correctamente debido a la 
elevada proporción de PEG respecto al BIO, lo cual puede producir alguna anomalía en la 
cubierta de la fibra, y como se ha observado anteriormente en las microfotografías del SEM 
estas fibras sufren una apertura longitudinal después de la inmersión en agua. 
Para las fibras coaxiales donde el PEG se encuentra en la cubierta no ha sido posible medir 
los ángulos de contacto antes de la inmersión en agua, debido a que el PEG está dispuesto 
en la cubierta. Sin embargo después de la remoción con agua los ángulos se han podido 
medir en las muestras PEGs/BIOc: 10/7 y 15/5, es decir, que la mayoría del PEG se ha 
extraído, pero no ha sido posible su medida en la muestra 10/5 debido a que queda 
suficiente PEG para que este no permita realizar el ensayo. 
Finalmente, para las matrices de fibras formadas por la mezcla de Bionolle® y PEG no ha 
sido posible la medida de sus ángulos de contacto, ni antes y tampoco después de la 
inmersión de la matrices en agua. Esto es debido a que las fibras están compuestas por los 
dos polímeros y el PEG se encuentre dispuesto en la superficie antes (PEG inicial) y 
después (PEG remanente) de la inmersión en agua. 
5.5. Estudio de las fibras cargadas con triclosán (TCS) en el 
PEG y curcumina (CUR) en el Bionolle® 
Para realizar el estudio de liberación de fármaco se escogieron fibras coaxiales de dos 
composiciones distintas correspondientes a BIOs/PEGc; 5/10 y PEGs/BIOc; 15/5 así como 
sus respectivas mezclas. Esta selección de fibras coaxiales ha sido realizada atendiendo a 
la estabilidad de las fibras después de su inmersión en agua para solubilizar el PEG. Al 
Bionolle® se le ha añadió curcumina (CUR) al 0,5% y al PEG se le ha añadido triclosán 
(TCS) al 1%. La curcumina es una droga antitumoral, y el triclosan es una droga 
antimicrobiana. La selección y disposición de ambas drogas se realizó con la intención de 
que el TCS se libere junto con el PEG para impedir la posible infección de la matriz, y luego 
ocurra una liberación más lenta de la curcumina. 
Al introducir los fármacos como mezclas para cada uno de los polímeros, las condiciones de 
electrohilado han variado ligeramente como se muestra en la tabla 5.5-1. 
 
 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 







5.5.1. Morfología de las fibras y diámetros 
Mediante imágenes obtenidas con el microscopio electrónico de barrido (SEM), se observa 
la morfología de las fibras cargadas con los fármacos para evaluar si existe algún cambio en 
su morfología o si existe una variación de su diámetro. 
En la Figura 5.5-1, se observa que tanto para las fibras coaxiales donde el BIO cargado con 
la CUR se encuentra en la cubierta o shell (a) como para las fibras formadas por las mezclas 
de BIO-PEG, (c) y (d), cargados con sus respectivos fármacos las fibras obtenidas son 
totalmente lisas. Mientras que en las fibras coaxiales donde el PEG cargado con TCS se 
encuentra en la cubierta o shell (b)se observa que las fibras muestran una superficie rugosa. 
Tabla 5.5-1.Condiciones óptimas del electrohilado de las fibras coaxiales cargadas con drogas. 











BIOs:PEGc 5:15 25 1,35 17 
PEGs:BIOc 7:10 25 4 24 
M 
7:10 25 1 14 
5:15 20 2 14 
Figura 5.5-1.Morfología de las fibras BIO/PEG w/w cargadas con TCS en el componente PEG, y 
CUR en el componente BIO. Fibras coaxial BIOs/PEGc: 5/15 (a), PEGs/BIOc: 10/7 (b), 
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Se ha analizado la distribución de diámetro de las fibras cargadas mediante las 
microfotografías obtenidas por SEM para determinar que la introducción de fármacos no 
afecta a su homogeneidad en la matriz. En la Figura 5.5-2, que muestra las microfotografías 
de las matrices de fibras, y el gráfico del análisis de la distribución de diámetros, se observa 
que en todos los casos las fibras tienen una distribución unimodal, por lo tanto el 
electrospinning se ha realizado en condiciones óptimas.  
 
 
Figura 5.5-2. Morfología y distribución de diámetros de las fibras BIO/PEG w/w cargadas 
con TCS (en el PEG) y CUR (en el BIO). Fibra coaxial BIOs/PEGc: 5/15 (a), 
PEGs/BIOc: 10/7 (b), mezcla BIO-PEG: 5-15 (c), 7-10 (d). 
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En la Tabla 5.5-2 se muestran los valores medios del diámetro de las fibras cargadas y se 
comparan con los de las fibras sin cargar. Los datos de la tabla ponen de manifiesto que 
tanto la CUR como el TCS no alteran sustancialmente los diámetros de las fibras 
preparadas con mezclas de BIO y PEG, la naturaleza hidrofóbica del BIO y la hidrofílica del 
PEG pueden introducir interacciones de tipo compensatorias, las cuales no son modificadas 






Sin embargo, las fibras coaxiales cargadas con las drogas muestran significativas 
reducciones en sus diámetros. Esto estaría indicando posibles interacciones entre los 
polímeros y las drogas que producen un ordenamiento de las cadenas de los polímeros. La 
interpretación de estos cambios estructurales es complejo y posiblemente se requiere de 
técnicas estructurales más determinantes como puede ser el análisis por rayos-x. 
Intuitivamente, se puede especular que aún hablando de fibras coaxiales donde se distingue 
el dominio de la cubierta y del core, debe existir un dominio de interfase. En el caso de las 
drogas introducidas en estos dominios puede generar la variación del carácter hidrofóbico 
del BIO y del hidrofílico del PEG, lo cual significa la formación de una nueva interfase entre 
una mezcla de la superficie y una mezcla desde el core. 
5.5.2. Liberación del TCS y la CUR desde las matrices de fibras. 
En este proyecto se ha estudiado la liberación de dos fármacos, el TCS y la CUR, 
incorporados uno en el PEG y el otro en el BIO respectivamente. La liberación se ha 
analizado en dos medios con distinta hidrofobicidad, como medio hidrofílico se ha utilizado 
una disolución acuosa basada en un tampón fosfato salino a pH 7,4 (PBS) y como medio 
hidrofóbico una mezcla PBS-Etanol al 70%.  
Para poder cuantificar la cantidad de TCS y de CUR liberada mediante espectroscopia UV-
Vises necesario obtener previamente una curva patrón para cada fármaco (TCS y CUR) en 
Tabla 5.5-2. Comparativa de diámetros entre fibras con carga de TCS en el PEG y CUR en el BIO. El 
diámetro inicial se refiere a matrices de fibras sin carga de fármaco. s: shell, cubierta de la 








BIOs:PEGc 5:15 3,372 ± 0,036 1,490 ± 0,032 
PEGs:BIOc 7:10 1,958 ± 0,015 1,579 ± 0,005 
M 
5:15 0,742 ± 0,011 0,678 ± 0,017 
7:10 0,736 ± 0,015 0,758 ± 0,007 
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cada medio de liberación (PBS 1x y PBS-Etanol 70% v/v). Debido a que cada fármaco tiene 
una absorbancia máxima para cada medio a una longitud de onda determinada. Así pues, el 
TCS tiene su absorbancia máxima en PBS 1x a 290 nm y en PBS-Etanol 70% v/va 280 nm 
mientras que la curcumina la tiene a 430 nm en ambos medios. La Figura 5.5-3 muestra las 
curvas patrón utilizadas para llevar a cabo la cuantificación del fármaco liberado. 
Para estudiar la cantidad de fármaco liberada en cada medio de las cuatro matrizes 
analizadas se ha representado gráficamente el porcentage de fármaco liberado en función 
del tiempo de liberación como se muestra en la figura 5.5-4. Rápidamente, se puede 
observar que la liberación para el triclosán en PBS-Etanol 70% v/v es diferente dependiendo 
si la matriz esta formada por fibras coaxiales con estructura de núcleo y envoltura o de si la 




Figura 5.5-3. Rectas de calibrado del TCS y la CUR en PBS (línea azul) y 
en PBS-Etanol 70% (línea roja). 
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Para el medio hidrofílico (PBS 1x) se observa que no se ha liberado CUR, debido a que esta 
se encuentra incorporada en el Bionolle® y este es hidrofóbico. Un hecho destacable de las 
cuatro gráficas anteriores es que el porcentaje de liberación del TCS independientemente de 
la morfología de las fibras está alrededor de un 10%. Resultado sorprendente tanto en el 
coaxial donde el PEG se encuentra en el exterior de la fibra (b) como en las mezclas (c) y 
(d), pues la mayor parte del PEG se disuelve en el medio y el TCS debería difundir hacia el 
tampón. No obstante, este resultado puede darse debido a que el TCS tiene naturaleza 
hidrofóbica y en el caso de las mezclas y el coaxial donde el PEG está en el núcleo este 
queda retenido por el Bionolle® y el tampón hidrofílico no lo extrae del poliéster. En el caso 
del coaxial donde el PEG se encuentra en el exterior el TCS puede quedar retenido en la 
superficie del Bionolle®. 
Sin embargo, en el medio hidrofóbico (PBS-Etanol 70 %) se observa que en el caso de las 
fibras coaxiales se libera aproximadamente el 96% de CUR y el 82% de TCS debido a la 
hidrofibidad del BIO y del TCS en poco tiempo llegando a su estabilidad. Se pude observar 
que en las fibras donde el PEG y el TCS están en el núcleo este se ha liberado un poco más 
lento que para cuando se encuentran en la envoltura. Para las fibras producidas a partir de 
la mezcla de BIO 5% y el PEG 15% se libera un 95% de la CUR y un 54% del TCS la 
Figura 5.5-4. Representación de la liberación del TCS y CUR en PBS 1x (línea roja) y en PBS-
Etanol 70 % (línea azul) de las matrices de fibras. Fibra coaxial BIOs/PEGc: 5/15 (a), 
PEGs/BIOc: 10/7 (b), mezcla BIO-PEG: 5-15 (c), 7-10 (d). 
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liberación llega a estabilizarse en un tiempo aproximadamente de 3 horas, mientras que 
para las mezclas de BIO 7% y PEG 10% en aproximadamente hora y media se libera el 
95% de la CUR y el 62% del TCS. 
5.5.3. Cinética de liberación 
Se ha determinado únicamente la cinética de liberación para la CUR y el TCS en el medio 
hidrofóbico, debido a que en PBS 1x (medio hidrofílico) sólo se libera alrededor del 10% de 
TCS y CUR en todos los casos, a partir de los gráficos de porcentaje de fármaco liberado en 
función del tiempo de liberación (ver Figura 5.5-4 línea azul). 
La Tabla 5.5-3, muestra el análisis de las cinéticas de liberación para la CUR y el TCS. Para 
realizar las cinéticas de liberación de los fármacos desde la matriz polimérica se ha utilizado 
el modelo de Higuchi para explicar la liberación inicial y el de primer orden para explicar la 
liberación en el rango 40-100%. 
 Liberación CUR 0,5% Liberación TCS 1% 
 KH (h
-0,5
) r K1 (h
-1
) r KH (h
-0,5
) r K1 (h
-1
) r 
BIOs:PEGc 5:15 1,2121 0,991 2,2266 0,997 1,2714 0,991 1,4918 0,990 
M 5:15 1,5032 0,993 1,4312 0,998 1,3377 0,996 0,5842 0,993 
PEGs:Bioc 10:7 1,3071 0,997 5,7116 0,999 1,4203 0,996 3,9037 0,993 
M 7:10 1,7895 0,993 3,4143 0,997 1,7268 0,980 0,9518 0,984 
En el caso de la CUR, incorporada en el Bionolle®, se observa que cuando está dispuesta 
en la cubierta de la fibra aproximadamente el valor de la constante de Higuchi es la mitad 
que el valor de la constante de primer orden. Mientras que cuando el Bionolle® con la CUR 
está dispuesto en el núcleo de la fibra inicialmente se libera menos CUR debido a que a el 
PEG le cuesta más disolverse en etanol por eso pasado un periodo de tiempo la velocidad 
de liberación se incrementa como se observa a partir de la constante de primer orden y se 
libera casi la totalidad de la CUR (97%). Para las matrices formadas por fibras de mezclas 
BIO-PEG (v/v%) se observa que para baja concentración de Bionolle® la liberación se 
mantiene prácticamente constante, ya que las dos constantes de velocidad son similares y 
al aumentar la concentración de Bionolle® se observa que la constante de Higuchi es la 
mitad que la de primer orden. No obstante, para las matrices de mezcla se obtiene la misma 
cantidad de CUR liberada (95%). 
Tabla 5.5-3. Parámetros cinéticos de la liberación de CUR y TCS desde las matrices de fibra en el medio 
PBS-Etanol 70% v/v (medio hidrofóbico). s: shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de la fibra 
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Para los datos del TCS, incorporado en el PEG, se observa que cuando el PEG forma parte 
del núcleo de la fibra los valores obtenidos para las dos constantes son similares dando 
lugar así a una liberación controlada en el tiempo. Sin embargo, para el caso opuesto donde 
el PEG cargado con el TCS forma parte de la cubierta la constante de Higuchi es menor que 
la de primer orden lo que indica que inicialmente el TCS se libera lentamente debido a que 
el PEG no se disuelve tan rápido en el medio y es retenido en el interior de la fibra. En las 
mezclas se observa que la liberación del TCS es más rápida al principio y lentamente llega 
al equilibrio (54% para la mezcla 5-15 y al 62% para la 7-10). 
5.6. Estudio de la estabilidad de las fibras cargadas en 
relación con la remoción de PEG 
5.6.1. Pérdida de peso y porosidad de las fibras cargadas después de la 
remoción de PEG. 
El análisis de la pérdida de peso y de la porosidad para las matrices de las fibras cargadas 
se realiza de igual modo que para las fibras sin cargar (apartado 5.4.1 y apartado 5.4.4). 
La tabla 5.6-1 muestra los resultados obtenidos de porcentaje de pérdida de PEG y de la 







BIOs:PEGc 5:15 75,63 0,88 
PEGs:BIOc 10:7 79,58 0,89 
M 
5:15 80,16 0,85 
10:7 74,90 0,90 
En general, se observa que para todos los tipos de fibras cargas con fármacos, el porcentaje 
de pérdida de PEG es más o menos similar, y corresponde a un rango entre 75% a 80% 
aproximadamente. La porosidad de las matrices determinada como su espacio muerto 
corresponde al 85-90%. Estos resultados son muy similares a los obtenidos cuando estas 
matrices no tienen carga de fármaco. Así, estos resultados demuestran que la carga de 
fármaco en el PEG no resulta ser una restricción para su remoción por solubilización en 
agua. 
Tabla 5.6-1. Pérdida de peso y porosidad para las fibras cargadas con TCS en el PEG y CUR en el BIO. 
s: shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de la fibra 
 (BIO). 
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En relación a estos resultados, la liberación del TCS cargado en el componente de PEG ha 
de obedecer a un equilibrio entre la droga y la parte de la fibra no removida en el medio de 
liberación. 
5.6.2. Morfología de las fibras cargadas después de la solubilización del PEG 
de las matrices de fibras 
Se procede a examinar de nuevo las fibras mediante el SEM para evaluar el efecto que 
podría tener la pérdida de PEG en las fibras cargadas con fármacos. En la figura 5.6-1, se 
muestran las microfotografías de estas fibras. 
Se observa que después de la extracción del PEG y comparándolas con las imágenes de 
antes de la inmersión en agua (ver figura 5.5-1), la superficie de las fibras se ha vuelto 
rugosa, característica del Bionolle® [67]. Para estas fibras, no se observa en ningún caso que 
hayan sufrido apertura longitudinal como en el caso de las fibras sin carga. Así, estas 
morfologías son evidencia de la remoción del PEG. 
5.6.3. Diámetro de las fibras cargadas después de remover el PEG 
Del mismo modo que anteriormente se ha explicado, las fibras cargadas antes y después de 
la inmersión de las matrices en agua para remover el componente de PEG, fueron 
observadas por SEM para obtener microfotografías para realizar la medida de los diámetros 
de las fibras. En la figura 5.6-2 se muestran las microfotografías de las distintas fibras así 
como su distribución del diámetro de las fibras después de remover el PEG. 
Figura 5.6-1.Morfología de las fibras BIO/PEG w/w cargadas con TCS (PEG) y CUR (BIO) tras 
la inmersión en agua; coaxial BIOs/PEGc: 5/15 (a), PEGs/BIOc: 10/7 (b), mezcla  
BIO-PEG: 5-15 (c), 7-10 (d). 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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La tabla 5.6-2 recoge los diámetros medios obtenidos para las fibras cargadas antes y 
después de la remoción del PEG en agua.  
 
 BIO:PEG(%w/w) Øinicial(µm) Øtras remover(µm) ΔØ(µm) 
BIOs:PEGc 5:15 1,490 ± 0,032 0,859 ± 0,005 0,631 
PEGs:BIOc 7:10 1,579 ± 0,005 1,140 ± 0,017 0,439 
M 
5:15 0,678 ± 0,017 0,366 ± 0,007 0,312 
7:10 0,758 ± 0,007 0,420 ± 0,003 0,338 
Tabla 5.6-2. Variación de los diámetros de las fibras cargadas con fármacos después de 
remover el PEG. s: shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de la fibra 
 
Figura 5.6-2.Morfología y distribución del diámetro de las fibras BIO/PEG w/w cargadas 
con TCS en el PEG y CUR en el BIO después de la inmersión de las 
matrices de fibras en agua. Fibra coaxial BIOs/PEGc: 5/15 (a), PEGs/BIOc: 
10/7 (b), mezcla BIO-PEG: 5-15 (c), 7-10 (d). 
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Aparentemente, la variación en diámetro de las fibras cargadas es similar en todos los 
casos, pero el escenario es muy diferente cuando se comparan con sus respectivas fibras 
sin carga de fármaco. Así, se observa que la perdida de diámetro más elevada corresponde 
a las fibras coaxiales en las que el PEG se encuentra en el núcleo de la fibra, esta variación 
es similar a la observada cuando la fibra no es cargada con fármacos. Sin embargo, las 
fibras con el PEG en la cubierta también tiene una variación importante, y esto contrasta con 
la no variación observada cuando la fibra no está cargada. En el caso de las mezclas, la 
variación en sus diámetros también es mayor cuando las fibras se encuentran cargadas.  
5.6.4. Análisis composicional mediante RMN de las fibras cargadas después 
de la remoción de PEG 
La tabla 5.6-3 muestra los resultados obtenidos mediante RMN para las fibras cargadas 












BIOs:PEGc 5:15 10,2:89,8 14,9:85,1 50,2:49,8 41,4 
PEGs:BIOc 7:10 19,2:80,8 23,9:76,1 71,4:28,6 62,4 
M 
5:15 10,2:89,8 11,3:88,7 68,3:31,7 64,3 
7:10 19,2:80,8 24,0:76,0 79,6:20,4 73,1 
Para las muestras formadas por un 5% de BIO y un 15% de PEG se observa que los datos 
obtenidos a partir del RMN son similares ya sea fibra coaxial o mezcla a los que se 
esperaban obtener teóricamente, por lo tanto estas fibras tienen una distribución 
homogénea por lo que respecta a la composición. 
Los resultados obtenidos para las muestras formadas por un 7% de BIO y un 10% de PEG 
son un poco mayores de los esperados teóricamente, pero entre ellos son similares por lo 
que se pueden considerar debido a errores experimentales y también se puede afirmar que 
estas fibras tienen una composición homogénea. 
En lo que respecta al porcentaje de PEG extraído, el PEG solubilizado y extraído en agua 
desde las fibras coaxiales cargadas fueron similares a los porcentajes obtenidos para las 
fibras sin carga. Mientras que las fibras de mezclas cargadas muestran mayor facilidad para 
remover el PEG, así el porcentaje del PEG extraído se incrementa en un 15-20% 
aproximadamente con respecto a las fibras de mezclas sin carga de fármacos. 
Tabla 5.6-3. Comparativa de la composición polimérica de las fibras cargadas determinada por 
RMN antes y después de la remoción de PEG en agua.teo: teórico, exp: experimental, 
rem: tras la remoción en agua,s: shell, cubierta de la fibra, c: core, interior de la fibra 
 
 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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5.7. Ensayos biológicos de actividad antibacteriana 
Uno de los mayores problemas de los biomateriales al ser implantados en el cuerpo humano 
es su potencial riesgo de ser colonizado por microorganismos. Este hecho tiene como 
consecuencia el rechazo y/o pérdida de sus propiedades, esto último puede tener mayor 
transcendencia si consideramos a los polímeros biodegradables, puesto que pueden ser 
degradados por la rápida actividad metabólica de los microorganismos. De esta forma, uno 
de los objetivos de este PFC, es dotar a las matrices de fibras con la función antimicrobiana 
y por ello, las fibras fueron cargadas con el antimicrobiano triclosán (TCS). 
Los ensayos biológicos con actividad antibacteriana se han empleado para demostrar que el 
TCS cargado en las matrices mantiene su actividad biológica. El TCS fue cargado al 1% en 
la solución polimérica de PEG. El TCS fue seleccionado como agente antimicrobiano por su 
amplia actividad antimicrobiana contra las bacterias Gram-positivas y Gram-negativas. Así, 
.los ensayos biológicos que se muestran a continuación se han realizado tanto para las 
fibras cargadas (con TCS en el componente de PEG y con curcumina en el componente de 
Bionolle®) como para las fibras sin cargar con el objetivo de comparar los resultados. 
Además, los ensayos fueron realizados usando las bacterias Escherichia coli (E.coli) y 
Micrococcus luteus (M.luteus), como representantes de los grupos Gram-negativas y Gram-
positivas, respectivamente. 
5.7.1. Inhibición del crecimiento bacteriano en presencia de las matrices de 
fibras. 
El efecto antibacteriano del TCS, liberado desde las matrices de fibras coaxiales y fibras 
preparadas de la mezcla de BIO y PEG, se determinó por la inhibición del crecimiento 
bacteriano en caldo de cultivo. En la figura 5.7-1, se muestran los resultados del cultivo 
bacteriano durante 48 horas en presencia de las diferentes matrices. Estos resultados 
demuestran que las matrices de fibras coaxiales o de mezclas sin carga de TCS son 
materiales susceptibles de ser colonizados e infectados por las bacterias E.coli y M.luteus. 
Sin embargo, cuando las matrices fueron cargadas con TCS, se puede observar que las 
matrices de fibras coaxiales son más sensibles de ser colonizadas por las bacterias en 
comparación a las matrices de fibras de mezcla. La conformación coaxial de las fibras, es 
decir BIOs/PEGc o PEGs/BIOc, aparentemente no influye en el daño que pueden sufrir por 
las bacterias. Además, se puede indicar que las fibras coaxiales cargadas con TCS tienen 
mayor efecto antimicrobiano contra la E.coli (Gram -) inhibiendo el crecimiento bacteriano en 
alrededor del 60 %, mientras que la bacteria M.luteus (Gram +) sólo fue inhibida en 
alrededor a un 40 %. Finalmente, es evidente que las fibras de mezclas fueron más 
eficientes en la inhibición del crecimiento bacteriano, y ello correspondió en cerca del 80 % 
para ambos grupos de bacterias. 
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 Aunque en la figura 5.7-1 sólo se muestran los resultados a las 48 h, se puede indicar que la 
inhibición del crecimiento bacteriano ocurre de manera muy rápida, es decir a las pocas 
horas del cultivo (8-10 h de iniciado el cultivo, resultados no mostrados), y esto estaría 
relacionado a la cinética de liberación del TCS desde las matrices. Si bien es cierto, que el 
caldo de cultivo es un medio acuoso, se ha de indicar que el medio contiene una amplia 
variedad de moléculas hidrofóbicas (p.e., péptidos y aminoácidos de carácter hidrofóbico) 
que han de condicionar la movilidad del TCS hacia el medio. 
5.7.2. Adherencia bacteriana de las matrices BIO/PEG 
La adhesión y la proliferación de bacterias en la superficie de los materiales establecen la 
formación de biopelículas (biofilms). La formación de estas es considerada un problema 
crónico en los biomateriales, por este motivo, se ha considerado interesante estudiar la 
adhesión de bacterias en las matrices con fármaco y sin fármaco. 
En la figura 5.7-2 se muestran los resultados del ensayo de adhesión bacteriana en las 
matrices. Claramente se evidencia que la carga de TCS inhibe la adhesión de bacterias en 
la matriz de fibras, y ello ocurre para cualquier tipo de conformación de fibras (coaxiales o 
mezclas). Un hecho importante de destacar, es el alto porcentaje de bacterias que se 
adhieren en las matrices sin carga de TCS, esto puede ser explicado por la conformación 
tridimensional de las matrices, es decir, por la mayor superficie y por la porosidad 
característica de estas matrices de fibras. Por lo tanto es necesario, proteger esta estructura 
tridimensional de las matrices de fibras porque estas características incrementan el riesgo 
de que el biomaterial o scaffold sea colonizado por bacterias. 
Figura 5.7-1. Inhibición del crecimiento bacteriano por la presencia de matrices de fibras cargadas con 
TCS. El tiempo de cultivo fue de 48 h. El control correspondió al máximo crecimiento de las 
bacterias en la placa de cultivo. Las barras corresponden al promedio ± SD, n=4. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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5.8. Biocompatibilidad de las matrices de fibras de BIO/PEG 
Con la finalidad de evaluar la biocompatibilidad de las matrices se ha evaluado su capacidad 
para permitir la adhesión de células durante 24 horas de cultivo y su capacidad para 
soportar la proliferación celular en un tiempo prolongado de 72 horas de cultivo. 
Los ensayos de biocompatibilidad fueron realizados con dos líneas de células, la MRC-5 
que corresponden a células de tipo fibroblastos, y las células VERO que corresponden a 
células de tipo epitelial. Los fibroblastos requieren puntos focales de adhesión, mientras que 
las células epiteliales requieren mayor superficie para su adhesión, sin embargo, ambas 
líneas llegan a formar monocapas celulares confluentes. 
Previamente, se han realizado los ensayos de citotoxicidad de las drogas cargadas (TCS y 
CUR) en las matrices (figura 5.8-1). Para ello, las células establecidas en monocapas fueron 
enfrentadas a diferentes concentraciones de TCS o CUR durante 24 horas de cultivo, luego 
la viabilidad celular fue determinada y representada como el porcentaje de viabilidad relativa 
con respecto al control (células sin tratamiento con droga o dosis cero). Las curvas de 
citotoxicidad corresponden a curvas sigmoideas donde se puede establecer la CC50 
(concentración citotóxica media) y corresponde al valor de la droga que produce necrosis en 
el 50% de las células enfrentadas a la droga. En la figura 5.8-1 se puede observar que las 
células VERO de tipo epitelial son mucho más sensibles que las células MRC-5 de tipo 




Figura 5.7-2. Inhibición de la adhesión bacteriana sobre las matrices de fibras de BIO y PEG cargadas 
con TCS. Las barras corresponden al promedio ± SD, n=4. 
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El primer ensayo para determinar la biocompatibilidad de las matrices de fibras fue la 
adhesión celular. Se entiende que para que ocurra una colonización celular de la matriz 
debe ocurrir como prerrequisito la adhesión de células a esta matriz. La figura 5.8-2 muestra 
los resultados de la adhesión celular. Para este ensayo se han probado diferentes 
tratamientos de las matrices. Las células fueron sembradas sobre las matrices intactas, tal 
como son producidas; matrices sin PEG, el cual fue removido previamente incubando la 
matriz en agua, y en matrices tratadas con glutaraldehído para estabilizar las matrices 
entrecruzando los componentes de las fibras mediante la formación de puentes de 
hidrógeno. 
Como era de esperar las matrices de fibras coaxiales y de mezcla BIO y PEG que fueron 
cargadas con TCS y CUR, producen necrosis celular en todos los cultivos. Aún, en las fibras 
con PEG removido, lo cual indica que TCS remanente sigue estando en concentración 







Figura 5.8-1. Curvas de citotoxicidad del triclosán y de la curcumina sobre células MRC-5 (fibroblastos) 
y células VERO (epiteliales). La CC50 fue determinada a partir del modelo sigmoidal 
usado para el ajuste de las curvas. Los valores corresponden al promedio ± SD, n=8. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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Las matrices sin carga de TCS y CUR muestran ser soportes adecuados para la adhesión 
de células, en particular para las células de tipo fibroblasto (MRC-5). Además, se puede 
evidenciar que la estabilización de las fibras ya sea por remoción de PEG o 
entrecruzamiento con glutaraldehído mejora su adhesión. En general, las matrices de fibras 
ensayadas con células VERO, muestran la reducción de la adhesión celular en valores 
alrededor del 50%. 
También se ha estudiado la coloni zación de las matrices, esto corresponde la capacidad de 
estas para soportar la proliferación celular. Los resultados cuantitativos de la proliferación 
son mostrados en la figura 5.8-3, se observa que las células MRC-5 (fibroblastos) proliferan 
con normalidad sobre las matrices coaxiales y de mezclas. Sin embargo, las células VERO 
(epiteliales) proliferan en forma proporcional a las células adheridas inicialmente a las 
matrices. 
Figura 5.8-1. Adhesión de células en las matrices de fibras; adhesión de células MRC-5 (derecha), 
adhesión de células VERO (izquierda). Los valores corresponden al promedio ± SD, 
n=4. 
Figura 5.8-2. Proliferación de células MRC-5 y VERO en las matrices de fibras de BIO y 
PEG. Los valores corresponden al promedio ± SD, n=4. 
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 Finalmente, la figura 5.8-4 muestra imágenes obtenidas por SEM (para las células VERO, a 
modo de ejemplo) para evidenciar de manera cualitativa la adhesión y proliferación de 
células en las matrices de fibras coaxiales y mezclas de BIO y PEG. Las imágenes 
muestran a menor (a) y a mayor aumento (b) y (c) los procesos celulares típicos de la 
adhesión, como son la formación de extensiones celulares para establecer el spreading 
celular y la formación de pequeños agregados o clúster celulares para iniciar la colonización 
de la matriz. Luego, durante la proliferación celular (d) es evidente la formación de 
monocapa celular como indicador de confluencia. En conclusión, cualitativamente se puede 
indicar que la adhesión y proliferación sobre las matrices ensayadas ocurren normalmente 
tanto para las células MRC-5 y VERO, es decir, para fibroblastos y células epiteliales, 
respectivamente. 
Figura 5.8-3. Crecimiento celular y disposición celular de las células VERO después de la realización 
de diferentes ensayos de adhesión y el ensayo de proliferación sobre las matrices sin 
carga (controles). Adhesión antes de tratamiento previo de las matrices (a); Adhesión 
después de solubilizar el PEG (b); Adhesión después de la fijación de las fibras mediante 
glutaraldehído (c); Proliferación (d). 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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Conclusiones 
El objetivo general del actual Proyecto Final de Carrera fue estudiar las matrices porosas 
constituidas por fibras coaxiales de material polimérico compuestas por un poliéster, 
Bionolle®, y un poliéter, PEG, dispuestos tanto en el core como en la cubierta  (shell) de la 
fibra, así como la mezcla de ambos polímeros. Las mejores matrices se cargaran con dos 
fármacos, el triclosán con actividad antibactericida en el polímero hidrofílico (PEG) y la 
curcumina con actividad antitumoral en el polímero hidrofóbico (Bionolle®), se determinara la 
liberación de dichos fármacos, su actividad antibacteriana, y la biocompatibilidad de estas 
matrices.  
Las conclusiones extraídas tras la realización del proyecto son expuestas a continuación: 
1) La técnica de electrospinning fue optimizada para obtener fibras coaxiales a partir de 
disoluciones poliméricas de Bionolle® y PEG, y fibras coaxiales medicadas por la 
incorporación de fármacos en el shell y en el core. 
 
2) A partir del análisis de calorimetrías no se ha observado ningún cambio estructural 
de los componentes ya que las fibras muestran dos puntos de fusión 
correspondientes al Bionolle® y al PEG. 
 
3) Posteriormente a la remoción del PEG en agua se observó que las fibras pierden 
una cantidad importante de este material. Esta pérdida modifica las fibras y las 
matrices introduciendo cambios morfológicos y disminución del diámetro de las 
fibras, variaciones en la composición molar de las fibras, e incremento de la 
porosidad de las matrices. Estos resultados, sostienen la conclusión de que el PEG 
puede ser utilizado como polímero de sacrificio dentro de la matriz de fibras 
coaxiales y de fibras obtenidas por la mezcla de Bionolle® y PEG. 
 
4) La caracterización superficial de las matrices de fibras mediante la medida de los 
ángulos de contacto permitedeterminarla hidrofobicidad de la superficie de las 
matrices de fibras. Se hademostrado que las matrices de fibras conel 
Bionolle®dispuesto en la cubierta o shellpermite la medida de los ángulos, pero si el 
PEG ocupa este dominio, la medida es imposible de ser realizada. Así, el correcto 
arreglo coaxial puede ser determinado por el análisis de propiedades superficiales. 
Para ello, también puede utilizarse el análisis por XPS. 
 
5) En el caso de las fibras cargadas con fármacos, triclosán en el componente PEG y 
curcumina en el Bionolle®, se observa cambios morfológicos y estructurales en las 
matrices de fibras coaxiales. Estos cambios no son observados con las fibras de 
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mezcla. Así, es posible la formación de interacciones débiles entre la interfase 
cubierta-núcleo (core-shell), y entre el polímero y los fármacos. 
 
6) El estudio de liberación de las drogas en un medio hidrofóbico (PBS-Etanol 70 %) 
demuestra la liberación controlada de ambas drogas (triclosán y curcumina). 
Además, sugiere que la droga puede moverse hacia el core de la fibra, manejado 
por fuerza débiles como la hidrofobicidad. 
 
7) En las fibras coaxiales, la solubilización de un polímero de sacrificio como el PEG 
cargado con droga, no presupone la liberación de la droga. Así, el triclosan cargado 
en el PEG en las fibras coaxiales solo es liberado en menos del 20%. 
 
8) Las matrices de fibras coaxiales y de mezclas  cargadas con drogas antimicrobianas 
inhiben la adhesión y el crecimiento bacteriano. Esta actividad antimicrobiana es 
importante para las matrices de fibras dada su estructura tridimensional que favorece 
la colonización de la matriz por microorganismos. 
 
9) Las matrices de fibras de BIO y PEG cargadas con curcumina y triclosán muestran 
biocompatibilidad porque permiten la adhesión y proliferación  de células MRC-5 
(tipo fibroblasto) y células VERO (tipo epitelial). Pero son los fibroblastos las células 
que mejor biocompatibilidad  muestran en estas matrices de fibras. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
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6. Estudio de sostenibilidad del proyecto 
El estudio de sostenibilidad del proyecto evalúa el impacto medioambiental y sobre la salud, 
el impacto social y el impacto económico. Los objetivos de realizar este estudio son: 
a) Identificar, describir y valorar los efectos que la realización del proyecto pueda 
producir sobre los factores ambientales. 
b) Explicar el efecto del proyecto a lo largo de su ciclo de vida. 
c) Realizar el presupuesto del proyecto para evaluar su coste global. 
6.1. Evaluación del impacto medioambiental, sobre lasalud 
(EIAS) y social 
Primeramente, se realizará una evaluación del peligro que conllevan algunas de las 
sustancias utilizadas durante la realización del proyecto. Para realizar esta evaluación se 
utilizará el sistema REACH, creado por la Unión Europea (UE), el cual moderniza la 
legislación europea en materia de sustancias y mezclas químicas ya que es un sistema 
integrado de registro, evaluación y restricción de sustancias y mezclas químicas. 
El reglamento REACH se aprobó el 18 de diciembre de 2006, Reglamento (CE) nº 
1907/2006 del Parlamento Europeo y del Consejo y supone una reforma del marco 
legislativo sobre sustancias y mezclas químicas en la UE debido a que su principal objetivo 
es garantizar un alto nivel de protección de la salud humana y del medio ambiente. 
El Reglamento (CE) nº 1907/2006queda modificado con el Reglamento (CE) nº 1272/2008 
del parlamento Europeo y del Consejo, aprobado el 16 de diciembre de 2008, sobre 
clasificación, etiquetado y envasado de sustancias y mezclas que ofrece un conjunto de 
criterios armonizados sobre el peligro de las sustancias. El objetivo general es el de 
garantizar un nivel elevado de protección de la salud humana y del medio ambiente, 
identificando todas las propiedades fisicoquímicas, toxicológicas y ecotoxicológicas de 
sustancias y mezclas.  
El Reglamento descrito también modificará y derogará, a partir del 1 de junio de 2015, la 
Directiva 67/548/CEE del consejo de 27 de junio de 1967,relativa a la aproximación de las 
disposiciones legales, reglamentarias y administrativas en materia de clasificación, embalaje 
y etiquetado de las sustancias peligrosas y la Directiva 1999/45/CE del Parlamento 
Europeo y del Consejo de 31 de mayo de 1999, sobre la aproximación de las disposiciones 
legales, reglamentarias y administrativas de los Estados miembros relativas a la 
clasificación, el envasado y el etiquetado de preparados peligrosos.  
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El Reglamento (CE) nº 1272/2008 queda modificado por el Reglamento (UE) nº 286/2011 
de la Comisión de 10 de marzo de 2011, con lo que respecta a la clasificación, etiquetado y 
envasado para sustancias y mezclas. No obstante, el reglamento no se aplicada a 
sustancias y mezclas ya etiquetadas y comercializadas antes del 1 de diciembre de 2012 y 
del 1 de diciembre de 2014 respectivamente. Así pues el Reglamento (UE) nº 286/2011 no 
influenciará en la evaluación ambiental. 
Para la realización de la evaluación de las sustancias utilizadas en este proyecto se utilizará 
la normativa mencionada, el Reglamento (CE) nº 1272/2008 y las directivas 67/548/CEE y 
1999/45/CE, de este modo se conocerán los riesgos de la salud y medioambientales que 
estas conllevan. Las tablas 6.1-1 y 6.1-2 muestran la clase de sustancias peligrosas 
utilizadas, sus indicaciones, pictogramas y sus Hazard Statements. 
Sustancia Química Clase de peligro 
Acetona 
H225 









Formaldehido H301, H311, H314, H317, H331, H351 
 
Glutaraldehido 
H301, H314, H317, H331, H334 
H400  




H400, H410  




Tabla 6.1-1. Clase, indicaciones y pictogramas de las sustancias químicas utilizadas en el PFC. 
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Statements Clase de peligro 
EUH066 
La exposición repetida puede provocar sequedad o formación de grietas en la 
piel. 
H225 Líquidos inflamables. 
H300 Letal en caso de ingesta. 
H301 Tóxico en caso de ingestión. 
H302 Nocivo en caso de ingestión. 
H311 Tóxico en caso de contacto con la piel. 
H314 Provoca quemaduras graves en la piel y lesiones oculares graves. 
H315 Provoca irritación cutánea. 
H317 Puede provocar una reacción alérgica en la piel. 
H319 Irritación ocular grave. 
H331 Tóxico en caso de inhalación. 
H334 
Puede provocar síntomas de alergia o asma o dificultades respiratorias en 
caso de inhalación. 
H335 Puede causar irritación respiratoria. 
H336 Puede provocar somnolencia o vértigo. 
H351 Se sospecha que provoca cáncer. 
H361 Se sospecha que perjudica la fertilidad o daña el feto. 
H400 Muy tóxico para los organismos acuáticos. 
H410 Muy tóxico para los organismos acuáticos, con efectos nocivos duraderos. 
Por lo que respecta al impacto medioambiental de los biopolímeros utilizados para la 
realización de este proyecto, el Bionolle® y el PEG, ninguno de los dos está clasificado como 
peligroso según la directiva 67/548/CE. Y por lo tanto, el impacto medioambiental que 
suponen es insignificante debido a su biodegradabilidad. 
Socialmente este proyecto, si se llevará a cabo, supondría un beneficio sobre las personas 
que necesitan una regeneración de tejidos dañados, ya que debido a que las matrices 
implantadas para la regeneración son biodegradables no se tendría que realizar una 
operación después del tratamiento para extraer la matriz si no que esta es expulsada por el 
organismo. Por lo tanto, el impacto se resume en menor dolor y menores riesgos en el 
tratamiento.  
Tabla 6.1-2. Significado de los Hazard Statements referentes a las sustancias utilizadas. 
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Finalmente, se incluye lo que se consideran como buenas prácticas por parte de la 
institución para el tratamiento de los residuos, vertidos, etc. generados en el laboratorio. La 
empresa gestora que se encarga de los residuos químicos generados por los laboratorios de 
la ETSEIB es ECOCAT, junto con la colaboración del Centre per a la Sostenibilitat Territorial 
(CST). Los envases utilizados para almacenar los residuos especiales generados son de 
polietileno de alta densidad (HDPE), siendo herméticos los utilizados para residuos 
biopeligrosos. En la figura 6.1-1 se muestran los envases utilizados para los residuos 
especiales generados como soluciones cloradas, restos de biopolímeros sólidos, placas con 
contaminación bacteriana, etc.  
 
6.2. Evaluación económica del proyecto 
La evaluación económica junto con la evaluación ambiental, realizada en el apartado 
anterior, son necesarias para decidir si un proyecto es viable o no. Un mal resultado en una 
de las dos comporta que el proyecto no se lleve a cabo. 
Para realizar la evaluación económica de este proyecto, se han agrupado los costes en 4 
categorías: 
a) Costes de disolventes, productos químicos y de material diverso de laboratorio, 
necesarios para la elaboración de las fibras, el análisis de la liberación, la remoción 
de PEG y los estudios antibacterianos y celulares. Los precios de estos productos se 
han obtenido de los catálogos de las empresas suministradoras, como Fluka, Sigma-
Aldrich, Panreac… Estos costes se recogen en la tabla 6.2-1. 
 
 
Figura 6.1-1. Envases de residuos especiales; envase para líquidos (a), envase para 
sólidos (b), envase para residuos biopeligrosos (c). 
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Acetona 1 L 9,41 9,41 
Diclorometano 1,5 L 18,78 28,18 


















Bionolle® 1001D 0,065 kg 15,29 0,99 
PEG 10000 0,135 kg 28,60 3,86 
Triclosán 2,4 g 1,58 3,79 
Curcumina 1,1 g 4,30 4,73 
Cloruro sódico 5 g 17,45 0,09 
PBS 1x 2 L 1,51 3,02 
Peptona 16 g 0,17 2,79 
Extracto de levadura 10 g 0,099 0,99 
MTT 0,112 g 77,30 8,66 
DMEM 0,200 L 4,34 0,87 
Estreptomicina 10 g 1,46 14,60 
L-glutamina 2 mL 0,17 0,34 
Penicilina 40 mL 0,41 16,40 
Tripsina-EDTA 12 mL 0,13 1,61 
Glutaraldehido 2,4 mL 49,50 0,12 
Formaldehido 1,65 mL 1,28 2,11 
DMSO 0,144 mL 111,50 16,06 
Subtotal 136,17 




Tabla 6.2-1.Costes de productos y materiales. 
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b) Coste de personal que se muestra en la tabla 6.2-2. 
 Cantidad (h) Precio (€/h) Total (€) 
Estudio previo y documentación 120 10 1200 
Experimentación 750 15 11250 
Análisis de resultados 225 20 4500 
TOTAL 16950 
c) Coste de equipos, para calcularlo se ha tenido en cuenta la amortización de los 
equipos, un interés del 4%, los usuarios de cada equipo y la duración de la parte 
experimental del proyecto (10 meses). La ecuación utilizada para el cálculo del coste 
(Ec. 5) y los resultados obtenidos (tabla 6.2-3) se muestran a continuación. 







        Ec.5 






Usuarios Total (€) 
CA 11990 10 1201,64 10 100,14 
Electrospinning 3000 5 600,72 7 71,51 
Aguja coaxial 3245 5 649,78 1 541,48 
MO 10000 10 1002,20 7 119,31 
Cámara digital MO 5400 5 1081,30 7 128,73 
SEM 210000 20 10544,16 10 878,68 
DSC 62000 12 5180,11 6 719,46 
Equipo FTIR 24725 10 2477,94 12 172,08 
UV-vis 16500 10 1653,63 10 137,80 
RMN 240000 22 10959,34 9 1014,75 
Lector ELISA 3440 5 688,83 10 57,40 
XPS 60* - - - 180 
Cabina flujo 
laminar 
7000 6 1168,30 9 108,18 
Incubadora CO2 5000 5 1001,20 9 92,70 
MO invertido y 
equipo 
4500 5 901,08 9 83,43 
TOTAL 4405,66 
*precio por ensayo. 
Tabla 6.2-2. Coste de personal. 
Tabla 6.2-3. Coste de equipos. 
Electrohilado de fibras coaxiales constituidas por polibutilenosuccinato (PBS, Bionolle) y polietilenglicol (PEG). 
Funcionalización mediante carga de drogas.  Pág. 95 
 
d) Otros costes como los suministros de luz, agua y climatización calculados como un 
10% del presupuesto de actividad (tabla 6.2-4). Otros costes como posibles 
imprevistos y el coste operacional del laboratorio (overhead) considerados como un 
3% y un 21% del presupuesto total respectivamente. Todos estos costes adicionales 
se muestran en la tabla 6.2-5, conjuntamente con el presupuesto final del proyecto. 


















 Costes de disolventes y PQ 190,63 
Coste de personal 16950 





Presupuesto actividad 21546,29 
Suministros (10% PA) 2154,63 
Subtotal PFC 23700,92 
Imprevistos (3% subtotal PFC) 711,03 
Coste operacional (21% subtotal PFC) 4977,19 
TOTAL 29389,14 





Tabla 6.2-4. Presupuesto de actividad. 
Tabla 6.2-5. Presupuesto del proyecto. 
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